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Abréviations : 
Actine-G : actine globulaire ou monomérique 
Actine-F : actine filamenteuse  
ADF-H : ADF Homology domain 
ADP / ATP : adénosine di- / tri- phosphate 
GDP / GTP : guanosine di- / tri- phosphate 
Arp : Actin-related protein 
CRIB : Cdc42 and Rac interactive binding 
DIP : Dia-interacting protein 
ENA/VASP : Enabled / vasodilatator-stimulated phosphoprotein 
FH : Formin Homology domain 
FRAP : Fluorescence recoverment after photobleaching 
GAP : GTPases-activated proteins  
GEF : Guanine nucleotide exchange factors  
GDI : Guanine nucleotide dissociation inhibitors  
IRM : Interference Reflection Microscopy 
KD : Knock-Down 
KO : Knock-Out 
M-CSF : Macrophage-colony stimulating factor 
MEC : matrice extracellulaire 
MMP : Matrix metalloprotease 
MLCK : Myosin Light chain Kinase 
NPF : Nucleation promoting factors   
pI : point iso-électrique  
Pi : phosphate inorganique 
PiP2 : Phosphatidylinositol 4,5 bisphosphate 
RANK-L : Receptor activator of NFkB ligand 
RNAi : ARN interférence 
ROCK : Rho-Kinase 
TIRF :  
WAS : Wiskott-Aldrich syndrome 
(N)-WASp : (Neural) - Wiskott-Aldrich syndrome protein 
WAVE : WASp family verprolin homologous protein 
WH : WASp homology domain 
WICH : WIP and CR16 homologous protein 
WIP : WASp- interacting protein 
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Résumé : 
Les cellules changent de forme et se déplacent en réponse à des signaux (hormones, facteurs 
de croissance, cytokines) qu’elles reçoivent de leur environnement. Ces mouvements 
cellulaires sont déterminés principalement par la polymérisation dirigée et régulée de l’actine. 
Au front de la cellule en migration, la zone d’extension est constituée de filaments d’actine 
courts et branchés, polymérisés par le système WASp-Arp2/3. Au niveau du corps cellulaire, 
une autre machinerie, les formines, engendrent des fibres de tension, faisceaux de filaments 
cette fois linéaires. La croissance de ces deux types de filaments génère des forces, 
respectivement d’extension et de contraction, qui s’appliquent au niveau de structures 
d’adhérence. Ces structures varient d’un type cellulaire à l’autre : il peut s’agir de complexes 
focaux, d’adhérences focales ou encore de podosomes. Ce dernier type d’adhérence est le plus 
souvent retrouvé dans les cellules de la lignée hématopoïétique, dont les ostéoclastes, modèle 
cellulaire utilisé au laboratoire ; il s’agit d’une cellule spécialisée dans la résorption de la 
matrice osseuse. Elle a la particularité de présenter une organisation différente de l’actine 
selon les substrats sur lesquels elle est ensemencée. Sur verre ou plastique, l’actine est sous 
forme de podosomes alors que sur un substrat résorbable, elle se ré-organise en une ceinture 
continue, la zone de scellement ou SZ. Au cours de cette thèse, nous nous sommes intéressés 
à la structure et à la dynamique de ces deux formes d’actine, ainsi qu’à leur relation. L’étude 
de cellules déficientes en WIP, une protéine de la voie de polymérisation dépendante du 
complexe Arp2/3, nous a permis de démontrer qu’un ostéoclaste sur verre forme deux 
domaines d’actine distincts : les cœurs de podosomes, et un nuage d’actine ou « cloud ». Ces 
deux domaines sont induits par différents récepteurs, polymérisés par des voies distinctes, et 
ont pour fonction l’une l’adhérence et l’autre la contraction. Ils se ré-organisent en une unique 
structure, la SZ, quand l’ostéoclaste est sur un substrat résorbable, lui permettant d’adhérer à 
la matrice et de se contracter, deux phénomènes impliqués dans la résorption ostéoclastique. 
Nous nous sommes également intéressés aux interactions entre les cytosquelettes d’actine et 
de tubuline, démontrant que le maintien de la ceinture de podosomes dépend d’un réseau de 
microtubules intact, et passe par une voie impliquant Rho, la formine mDia2 et HDAC6. 
Enfin, nous avons montré une nouvelle propriété des ostéoclastes, à savoir la capacité de 
traverser des tapis cellulaires, ou transmigration, qui semble indépendante des podosomes. 
L’ensemble de nos travaux a permis d’améliorer la compréhension de l’organisation et de la 
fonction des podosomes dans l’ostéoclaste.  
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Chapitre 1 : Définition moléculaire de la migration cellulaire 
 
 
I. Importance des migrations cellulaires dans de nombreux processus 
physiologiques et pathologiques. 
La migration cellulaire est un processus aussi complexe que nécessaire à la vie des 
organismes. Ce phénomène intervient dès les premières étapes de la vie et tout au long de 
cette dernière. La migration cellulaire débute lors de phénomènes aussi précoces que 
l’implantation et le développement de l’embryon. Durant la gastrulation par exemple, de 
larges groupes de cellules migrent de façon coordonnée pour former les trois feuillets 
embryonnaires. Ensuite, les cellules migrent de ces feuillets pour atteindre leur destination 
précise où elles vont trouver l’environnement pour se différencier et ainsi former les différents 
tissus et organes. Des phénomènes migratoires sont également observés dans les organismes 
adultes, notamment lors de la réparation de tissus lésés, dans la surveillance et la réponse 
immunitaire. En effet, les leucocytes par exemple doivent posséder une grande capacité de 
migration pour pouvoir passer de la circulation aux différents tissus, soit lésés, soit envahis de 
micro-organismes, afin de détruire les cellules infectées et/ou nettoyer les débris. Ces cellules 
vivantes sont donc capables de changer de forme et de se déplacer en réponse à des signaux 
(hormones, facteurs de croissance, cytokines…) qu’elles reçoivent de leur environnement. 
Une régulation aberrante de la migration cellulaire conduit à l’apparition de pathologies, dont 
le cancer et son phénomène associé, les métastases. Dans ce cas, les cellules tumorales se 
détachent de la tumeur primaire pour se disséminer à travers l’organisme via le réseau 
sanguin, et se réimplantent dans d’autres tissus.  
 
II. Le cytosquelette, nécessaire à la déformation des cellules 
permettant la migration.  
Les principaux éléments responsables de la déformation de la cellule nécessaire à sa migration 
sont les composants du cytosquelette et les protéines associées. Le cytosquelette est composé 
de trois grands types de molécules : les microtubules, les microfilaments d’actine, et les 
filaments intermédiaires. La migration cellulaire est principalement sous-tendue par les 
microtubules et le cytosquelette d’actine.  
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A. Les microtubules 
Les microtubules sont les plus grosses structures du cytosquelette puisqu’ils forment un 
cylindre creux de 25 nm de diamètre. La paroi de ce tube est composée de dimères de tubuline 
constituées de sous-unités α et β (voir figure 1). Les tubulines α et β sont des protéines 
globulaires de 55 kDa qui peuvent s’associer au GTP. Seule la β-tubuline peut hydrolyser 
cette molécule de GTP en GDP. La liaison des deux sous-unités de tubuline au GTP n’est pas 
nécessaire à la phase de polymérisation. Par contre, l’hydrolyse du GTP associée à la sous-
unité de β-tubuline induit la dépolymérisation du microtubule. Les microtubules sont 
polarisés et présentent une extrémité à croissance rapide, ou extrémité +, et une extrémité à 
croissance lente, ou extrémité -. La croissance des microtubules est fondée sur le mécanisme 
d’instabilité dynamique : ils oscillent entre des phases d’élongation et de raccourcissement.  
 
 
Figure 1: Observation et représentation schématique d’un microtubule. a) Cliché de 
microscopie électronique d’un microtubule en coupes transversale (haut) et longitudinale 
(bas). b) D’un diamètre de 25 nm, il est constitué de dimères de tubuline comprenant une 
sous-unité d’α-tubuline, et une sous-unité de β-tubuline.  
 
Une des fonctions des microtubules est révélée par les propriétés des protéines qui leur sont 
associées. Ce sont en particulier deux familles de moteurs moléculaires, les dynéines et les 
kinésines, qui présentent la capacité d’hydrolyser l’ATP. Cette énergie chimique est convertie 
en énergie mécanique qui leur permet de se mouvoir le long de ces polymères. Les dynéines 
sont des protéines d’environ 400 kDa qui présentent un déplacement rétrograde ciblant 
Extrémité + 
Extrémité - 
Lumière 
Dimère de tubulines 
Protofilament 
a) b) 
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l’extrémité -. Au contraire, les kinésines sont caractérisées par un sens de direction 
antérograde, soit de l’extrémité - vers l’extrémité + (voir figure 2). Tout au long des rails que 
constituent les microtubules, ces deux catégories de moteurs permettent le déplacement du 
noyau, de cargos membranaires, de complexes d’ARNm, des filaments intermédiaires, etc… 
Les microtubules assurent donc une fonction de transport essentielle à la vie de la cellule. 
 
 
Figure 2 : Association de moteurs moléculaires aux microtubules (MTs). La kinésine 
permet le transport de matériel (vésicules, ARNm, etc…) vers la membrane plasmique (vers 
les extrémités – des MTs), alors que la dynéine permet leur transport en direction du noyau 
(vers les extrémités + des MTs).  
 
 
Les microtubules peuvent regrouper leurs extrémités – au niveau d’un centre organisateur 
(MTOC) ou centrosome. Il a été admis que ce centrosome est le point 0 de tous les 
microtubules cellulaires. Cependant, Waterman-Storer et Salmon (1997) ont montré que 
seulement 10 à 15% des microtubules ont leur extrémité – fixée au centrosome. De plus, 
l’observation sur cellules vivantes des microtubules fluorescents a permis de montrer qu’ils ne 
sont pas statiques dans la cellule, mais qu’ils peuvent se déplacer grâce à un mécanisme de 
tapis roulant (Rodionov et Borisy, 1997). 
  
Enfin, un niveau d’hétérogénéité supplémentaire existe au niveau des microtubules, du fait 
d’éventuelles modifications post-traductionnelles des deux sous-unités de tubuline. Ces 
modifications ciblent l’α et/ou la β tubuline et peuvent être de type détyrosination, 
acétylation, phosphorylation, polyglycilation, palmitoylation ou polyglutamylation. Elles sont 
souvent  associées aux microtubules stabilisés sans toutefois conférer à ces derniers une 
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augmentation de stabilité (Rosenbaum, 2000). Une partie des résultats présentés au cours de 
cette thèse montre qu’une de ces modifications post-traductionnelles, l’acétylation, joue un 
rôle important lors de la différenciation ostéoclastique.   
 
B. Les microfilaments d’actine 
L’actine-G est une protéine globulaire de 42 kDa qui peut former, à partir de centres de 
nucléation et après élongation, des filaments d’actine fibrillaire ou actine-F. L’assemblage 
spontané des monomères d’actine est limité du fait de l’instabilité des dimères et trimères ; il 
nécessite in vivo l’intervention de machineries de polymérisation. Cependant, une fois 
engagée, l’élongation des filaments est thermodynamiquement possible et sa vitesse est 
directement proportionnelle à la concentration en monomères présents. Ce polymère forme 
une double hélice serrée de 8 nm de diamètre constituée de monomère orientés uniformément. 
De plus, il est polarisé puisqu’il possède une extrémité à croissance rapide (extrémité + ou 
« barbed end », appelée ainsi en raison de la présence de têtes de myosines à sa surface) et 
une extrémité à croissance lente, qui est le siège préférentiel de la perte de monomères 
(extrémité – ou « pointed end ») (voir figure 3). 
 
L’actine-G, incorporée dans le polymère, est associée avec une molécule d’ATP qui n’est pas 
nécessaire à la polymérisation. Toutefois, après l’étape de polymérisation, l’ATP est 
hydrolysé en ADP au cours du temps. Tout au long du polymère d’actine, il se forme ainsi un 
gradient décroissant d’ATP-actine qui est considéré comme un marqueur de l’âge du filament. 
Cette hydrolyse de l’ATP est irréversible et joue un rôle dans le désassemblage des filaments 
d’actine, même si les monomères actine-ADP et actine-ATP possèdent les mêmes propriétés. 
La vitesse de polymérisation in vitro est de 0,3 µm/s environ au niveau de l’extrémité + 
(correspondant à 110 monomères/sec), ceci pour une concentration d’actine-G de 10 µM 
(Pollard et Borisy, 2003). La croissance de l’actine-F est caractérisée en partie par un 
mécanisme de tapis roulant (treadmilling) correspondant à l’addition au niveau de l’extrémité 
+ de monomères issus de la dépolymérisation de l’extrémité -. Les monomères actine-ADP 
sont dissociés lentement au niveau de l’extrémité -, tandis que les monomères actine-ATP 
sont associés au niveau de l’extrémité +. L’hydrolyse de l’ATP est essentielle pour maintenir 
le processus de « treadmilling » (Fujiwara et al., 2002) (voir figure 3). Mais ce phénomène de 
treadmilling est lent, et la vitesse de polymérisation ne correspond pas à la vitesse de 
migration de certains types cellulaires. En effet, cet état d’équilibre est limité par la vitesse de 
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dissociation lente au niveau de l’extrémité -, qui correspond à une élongation de 0,04 µm/min, 
alors que certaines cellules migrent à une vitesse de 10 µm/min. Cela suppose l’existence de 
protéines de régulation de l’actine qui permettent d’augmenter la vitesse de polymérisation, en 
catalysant les étapes limitantes que sont la nucléation de l’actine, et les vitesses de 
polymérisation et dépolymérisation, nécessaires au mécanisme de tapis roulant. Ces protéines 
sont très nombreuses, on en dénombre plus de 60 classes.  
 
 
Figure 3 : Structure et polymérisation d’un filament d’actine. a) Cliché de microscopie 
électronique montrant un filament d’actine décoré à une de ses extrémités de têtes de 
myosines, et définissant les extrémités + et – du filament (d’après Pollard et Borisy, 2003). b)  
Mécanisme de polymérisation de l’actine dit du « tapis roulant ». Ce mécanisme reflète le 
déséquilibre énergétique entre les deux extrémités du filament d’actine. Le désassemblage des 
monomères d’actine à l’extrémité - est l’étape limitante : elle contrôle la concentration 
constante d’actine-G-ATP ainsi que le taux de croissance de l’extrémité +. T : ActineG-ATP, 
D : ActineG- ADP, Dpi : ActineG-ADP-Pi. (D’après Pantaloni et al., 2001). 
 
 
 
 
 
 
Extrémité + Extrémité - 
a) 
Extr. – ou barbue 
Extr. + ou pointue 
 
Têtes  
de 
Myosines 
b) 
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III. Morphologie et cytologie d’une cellule en migration 
A. Les étapes de la migration cellulaire 
Nos connaissances actuelles de la migration cellulaire correspondent à l’addition de diverses 
données concernant de nombreux types cellulaires et environnements différents. Cependant, 
dans la plupart des cas, la migration cellulaire peut être conceptualisée comme un phénomène 
cyclique décomposable en trois étapes.  
La réponse initiale d’une cellule à un chimioattractant est sa polarisation et l’émission 
d’extensions dans le sens de la migration, qui résultent de la polymérisation de l’actine au 
front de migration. Ces extensions sont ensuite fixées au substrat au niveau de structures 
d’adhérence, qui servent alors de sites de traction du corps cellulaire vers l’avant, le long de 
fibres d’actine ancrées à ces structures, les fibres de tension. Parallèlement, les structures 
d’adhérence situées à l’arrière de la cellule se détachent (voir figure 4, agrandie sur la page 
suivante). 
 
 
Figure 4 : Les étapes de la migration cellulaire. A l’état initial, la cellule adhère à son 
substrat au niveau de structures d’adhérence. La première étape de la migration  est l’émission 
d’extensions membranaires correspondant à une polymérisation de l’actine sous-jacente. Ces 
extensions sont alors fixées au substrat par des structures d’adhérence. Enfin, l’arrière de la 
cellule se rétracte suite à la contraction générée au niveau des fibres de tension et au 
détachement des structures d’adhérence à l’arrière de la cellule.  
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B. Les organisations de l’actine-F dans une cellule en migration. 
Dans une cellule en cours de migration, l’actine se localise principalement en deux endroits : 
à l’avant de la cellule, au niveau des extensions membranaires, et dans le corps cellulaire. A 
l’avant de la cellule, on distingue deux types d’extensions en fonction de leur morphologie et 
de l’organisation de l’actine : les lamellipodes et les filopodes. Dans le corps cellulaire, 
l’actine se présente sous forme de fibres : les fibres de tension (voir figure 5). 
 
 
 
Figure 5: Représentation schématique de l’organisation de l’actine-F dans une cellule 
motile. Lamellipodes et filopodes sont localisés au front de la cellule en migration, 
définissant la zone d’extension, et sont constitués respectivement d’actine-F branchée et 
linéaire. Les fibres de tension sont en position interne, se prolongeant jusqu’à la queue de 
rétraction, et sont formées de câbles d’actine linéaire (D’après Nicholson-Dykstra et al., 
2005).  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Filopode 
Direction de migration 
Front de migration 
Queue de 
rétraction 
Région en 
extension 
Lamellipode 
Corps cellulaire 
Câbles des filopodes 
Actine branchée 
Actine linéaire 
Fibres de tension 
Structures 
d’adhérence 
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1. Les lamellipodes  
Les lamellipodes sont des extensions cytoplasmiques aplaties et larges. Des analyses de 
microscopie électronique montrent qu’elles sont formées de filaments d’actine entrecroisés en 
réseau (voir figure 6). Ces filaments d’actine orientent préférentiellement leurs extrémités + 
face au front de migration (Small, 1988) (Small et al., 1995) montrant  que la polymérisation 
de l’actine s’effectue dans le même sens que la migration. Svitkina et al. ont mis en évidence 
que les filaments d’actine dans le lamellipode sont connectés de manière à former des 
structures en Y dont les deux branches sont terminées par deux extrémités +. L’angle d’une 
jonction en Y entre deux filaments d’actine est de 67°. La densité du réseau et le taux de 
bifurcation des filaments d’actine sont décroissants à mesure que l’on s’éloigne du front de 
migration vers le noyau.  
 
Ces filaments d’actine branchée des lamellipodes des cellules mobiles ne sont pas statiques, 
mais au contraire excessivement dynamiques. Waterman-Storer et al. ont montré que les 
différentes régions de la cellule sont le siège de plusieurs niveaux de dynamique de l’actine. 
Pour cela, ils ont utilisé la technique de microscopie de fluorescence en points (FSM, 
Fluorescence Speckle Microscopy) qui repose sur la microinjection de protéines conjuguées à 
un fluorophore de manière à intégrer une quantité limitée de ces protéines dans un polymère. 
Les polymères d’actine apparaissent ainsi sous la forme d’une succession de points 
fluorescents qui peuvent être suivis individuellement et permettent de déterminer la 
dynamique d’un monomère au sein même du polymère. Ces auteurs ont défini quatre zones 
successives dans la cellule, du front de migration vers le noyau, en fonction de la dynamique 
de leurs filaments d’actine : le lamellipode, la lamelle, la zone de convergence et le corps 
cellulaire (Salmon et al., 2002). Le lamellipode et la lamelle sont caractérisés par un flux 
rétrograde d’actine qui présente respectivement une vitesse de 1,6 et 0,3µm/min. Le corps 
cellulaire est, quant à lui, caractérisé par un flux antérograde, dirigé vers le lamellipode, de 
0,04 µm/min, tandis que la zone de convergence ne présente pas de flux d’actine notable. Ces 
flux d’actine sont dépendants de l’activation de la polymérisation de l’actine au niveau du 
lamellipode (Svitkina et Borisy, 1999) et de moteurs moléculaires, les myosines (Lin et al., 
1996). Les vitesses des flux rétrogrades de l’actine dans la lamelle et le lamellipode sont du 
même ordre que la vitesse de migration des replis de membrane ou de billes fixées à la surface 
de la cellule (Waterman-Storer et Salmon, 1997). Cette observation suggère que la dynamique 
de l’actine génère une force suffisante au déplacement de ces structures de surface.                                                            
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Figure 6 : Organisation des filaments d’actine au niveau du lamellipode. a) Cliché de 
microscopie électronique à balayage dans un lamellipode d’une cellule en migration. A 
droite : zoom de la région encadrée. b–g) : Différents zooms sur les filaments d’actine 
présents dans le lamellipode, mettant en évidence les branchements en Y (en bleu) (d’après 
Svitkina et al., 1999). Barre d’échelle : 1 µm.  
 
2. Les filopodes 
Contrairement aux lamellipodes qui sont des structures larges, les filopodes sont fins et 
cylindriques. Des micrographies électroniques montrent qu’ils sont formés par un faisceau 
parallèle serré d’actine fibrillaire et dérivent de petites structures d’actine précurseurs (voir 
figure 7). Par vidéomicroscopie, Svitkina et al. ont pu observer que ces structures peuvent 
fusionner pour former des filopodes de taille plus importante. Ces précurseurs sont appelés Λ, 
puisqu’ils apparaissent sous la forme de fines densifications d’actine reliées par l’une de leur 
extrémité. Ces précurseurs sont localisés au niveau des fibres d’actine polymérisées du 
lamellipode et sont composés par une accumulation de fibres d’actine étroitement serrées 
(voir figure 7). 
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Figure 7 : Organisation des filaments d’actine au niveau d’un filopode. a) Cliché de 
microscopie électronique d’une cellule de mélanocyte B16 : le filopode est composé de longs 
filaments d’actine compacts, qui restent intégrés au réseau de filaments du lamellipode 
(encadré noir). b) Deux câbles de filaments d’actine forment le précurseur Λ du filopode 
(souligné avec les tirets blancs). Barre d’échelle : 0,2 µm. c) Time-lapse d’une cellule B16 
actine-GFP, mettant en évidence la formation et la croissance d’un filopode en fonction du 
temps (flèches blanches). Barre d’échelle : 0,2 µm (d’après Svitkina et al., 2003).  
 
En plus de l’actine, les filopodes sont caractérisés par la présence de deux protéines : VASP et 
la fascine. VASP aurait une fonction essentielle dans l’élongation continue des filaments 
d’actine. Une hypothèse avancée est que cette protéine bloquerait l’accès à des protéines de 
coiffe, qui arrêtent l’élongation par capture de l’extrémité +, permettant ainsi à la 
polymérisation de se poursuivre. Les filaments des filopodes peuvent alors atteindre plusieurs 
µm de long. Ainsi, comme dans le lamellipode, c’est la dynamique de l’actine qui génère la 
force nécessaire à l’établissement des extensions membranaires que sont les filopodes au 
cours de la migration cellulaire. La fascine n’est pas présente dans les Λ précurseurs, ce qui 
indique qu’elle a une fonction plus tardive que VASP. Elle permet de relier et de rapprocher 
plusieurs filaments d’actine parallèles (Matsumura et al., 1985). 
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Le rôle des filopodes n’est pas encore très clair à l’heure actuelle. Une des hypothèses 
proposées est qu’ils serviraient de senseurs pour « explorer » l’environnement local.  
 
3. Les fibres de tension 
Ces fibres de tension se présentent sous formes de paquets de filaments d’actine associés avec 
la myosine II. Les myosines sont une large famille d’ATPases activées par leurs interactions 
avec des filaments d’actine. Leur cycle ATPasique est étroitement couplé aux changements 
d’affinité des myosines pour l’actine, ce qui en fait des moteurs moléculaires qui peuvent se 
déplacer le long de câbles d’actine comme les fibres de tension. Il en résulte la genèse de 
forces permettant la contraction des fibres, et donc de la cellule, nécessaire à la migration.  
La liaison et l’activité de la myosineII sont régulées par la phosphorylation de la MLC 
(Myosin Light Chain) et il est clairement établi que Rho contrôle cette phosphorylation via 
son effecteur ROCK. Deux isoformes de ROCK ont été identifiées, ROCK I et II. Ces deux 
isoformes vont pouvoir phosphoryler la MLC phosphatase ce qui l’inactive et permet à la 
MLC de rester phosphorylée et donc active. De plus, elles peuvent agir directement sur la 
chaîne légère de la myosine II (Amano et al., 1997). Des formes constitutivement actives de 
ROCK vont augmenter la formation de fibres de tension (Aspenstrom, 1999). Cependant, 
l’épaisseur, le nombre, et la distribution des fibres de tension ne sont pas contrôlés par Rho.  
Les filaments d’actine des fibres de tension sont maintenus parallèles et serrés entre eux par 
l’intermédiaire d’une protéine, l’α-actinine. 
 
 
 
Figure 8 : Organisation des filaments d’actine au niveau d’un filopode. Cliché de 
microscopie à fluorescence mettant en évidence les câbles de filaments d’actine à l’intérieur 
des cellules.  
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C. Les structures d’adhérence : points de fixation du 
cytosquelette d’actine indispensables à la migration cellulaire. 
Plusieurs types de récepteurs sont impliqués dans la migration cellulaire, mais les intégrines 
constituent une famille de protéines majeure pour l’adhérence associée à la migration. Ces 
récepteurs peuvent être comparés « aux pieds » d’une cellule en migration, qui servent de lien 
entre la MEC et le cytosquelette d’actine à l’intérieur.  
Les intégrines peuvent transduire un signal de l’extérieur vers l’intérieur, par la liaison d’un 
ligand : c’est la signalisation « outside-in ». Inversément, elles permettent aussi la 
transmission d’un signal du cytoplasme vers l’extérieur de la cellule : c’est la signalisation 
« inside-out », par exemple en augmentant leur affinité pour leur ligand. Ce sont des 
récepteurs hétérodimériques, constitués de sous-unités α et β, avec un large domaine 
extracellulaire de liaison au ligand, et un court domaine cytoplasmique.  
Chaque sous-unité d’intégrine est spécifique d’un ligand. Par exemple, la chaîne β1 peut 
interagir avec 12 types de chaînes α, pouvant ainsi lier le collagène ou la laminine. Au 
contraire, la chaîne β3 ne peut se lier qu’aux sous-unités αv et αIIb, définissant un récepteur 
de liaison à des protéines contenant le motif RGD telles que la fibronectine ou la vitronectine 
(voir figure 9). 
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Figure 9: Principales combinaisons décrites entre ligands de la MEC et intégrines. En 
orange : les intégrines se liant aux ligands contenant un motif RGD. Les intégrines des 
ostéoclastes sont marquées par un tiret noir à gauche.  
BSP : Bone Sialoprotein ; Coll : Collagène ; E-Cad : E-Cadhérine ; ICAM : Intercellular Cell 
Adhesion Molecule ; Fg : Fibrinogène ; Fn : Fibronectine ; Ln : Laminine ; OPN : 
Ostéopontine ; TSP : Thrombospondine ; VCAM : Vascular Cell Adhesion Molecule ; Vn : 
Vitronectine : vWF : Facteur von Willebrand.  
  
 
La liaison du ligand à l’intégrine provoque un changement conformationnel de celle-ci, qui 
modifie les interactions entre les deux sous-unités et induit un regroupement, ou « clustering » 
des intégrines (Wehrle-Haller et Imhof, 2003). Ceci va entraîner l’initiation d’un signal intra-
cellulaire comme la phosphorylation sur tyrosines de protéines, l’activation de GTPases et des 
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changements dans la biosynthèse des phospholipides. Tout ceci va réguler en retour la 
formation et la résistance des structures d’adhérence, l’organisation et la dynamique du 
cytosquelette durant la migration (Geiger et Bershadsky, 2001). Les intégrines activées sont 
préférentiellement localisées au front de migration, où les nouvelles structures d’adhérence 
sont créées (Kiosses et al., 2001). L’affinité des intégrines est très régulée et ceci en grande 
partie par des modifications de conformation du domaine extracellulaire, contrôlées elles-
mêmes par des liaisons avec des protéines au niveau de la queue cytoplasmique. Par exemple, 
la GTPase Rap1 et la PKC augmentent l’affinité des intégrines, et à l’inverse, l’activation de 
Raf1 peut supprimer leur activation. C’est également le cas de la taline qui, en se liant à la 
sous-unité β, modifie les interactions entre les deux sous-unités ce qui a pour conséquence 
l’activation de l’intégrine. La signalisation des intégrines peut dépendre de modifications 
post-transcriptionnelles au niveau cytoplasmique, comme la phosphorylation sur sérine de la 
sous-unité α4 qui va bloquer la liaison d’un adaptateur protéique, la paxilline. Cette 
phosphorylation est nécessaire au niveau du front de migration pour le maintien du 
lamellipode (Goldfinger et al., 2003). 
 
D. La polarisation des structures d’actine et des structures d’adhérence : une étape clé 
de la migration cellulaire. 
Les structures d’actine et les structures d’adhérence ne sont pas le mêmes au niveau du front 
de migration et à l’arrière de la cellule en migration. Cette dernière établit et maintient donc 
une polarité cellulaire en réponse à un stimulus extra-cellulaire. La GTPase Cdc42 représente 
un élément majeur de ce phénomène. Cdc42 est actif au niveau du front de migration de la 
cellule (Itoh et al., 2002) et une inhibition, ou une activation globale de cette RhoGTPase 
aboutit à une disparition de la migration directionnelle (Etienne-Manneville et Hall, 2002). 
Elle influence notamment la polarité cellulaire en restreignant la formation du lamellipode à 
un pôle de la cellule (Srinivasan et al., 2003). Elle contrôle également le positionnement du 
centre organisateur de microtubules (MTOC) et de l’appareil de Golgi, qui sont placés, dans 
la plupart des cellules, en avant du noyau du côté du front de migration. Ceci permet la 
croisssance des microtubules vers les lamellipodes, et les vésicules golgiennes, contenant 
notamment des composants de strcutures d’adhérence, sont ainsi secrétées au niveau du front 
de migration. Les effets de Cdc42 sur le positionnement du MTOC passent par une 
signalisation qui implique PAR6, un effecteur de Cdc42, et plus précisément par le complexe 
PAR6/PAR3/αPKC (Etienne-Manneville et Hall, 2003 ; Benton et Johnston, 2003), 
 20 
probablement par phosphorylations (Jaffe et Hall, 2005). L’interaction entre des récepteurs 
membranaires et les molécules chémo-attractantes stimulent également les GTPases. Celles-ci 
activent alors la kinase PAK1 qui permet en retour l’activation via PIXα de Cdc42. Ceci 
constitue donc une boucle d’activation entre PAK1 et Cdc42, aboutissant à une forte activité 
de Cdc42 au niveau du front de migration (Li et al., 2003). D’autres boucles de rétro-contrôle 
via les intégrines contribuent au maintien localisé de l’activité de Cdc42. Récemment, des 
travaux suggèrent que la réorientation du MTOC dépend du mouvement du noyau et que la 
voie de signalisation PAR/PKC est plutôt impliquée dans le fait que le MTOC reste immobile 
par opposition au noyau qui se déplace (Gomes et al., 2005). 
Rac est également essentielle à la polarisation cellulaire ; sa forme activée est localisée 
uniquement au front de migration. Elle est activée par des produits de la PI3K et intervient à 
différents niveaux. Elle est sensible au PiP3, à la signalisation via les intégrines, et permet la 
stabilisation des microtubules qui vont à leur tour l’activer (Rodriguez et al., 2003). 
Un aspect surprenant du chimiotactisme est la capacité des cellules à répondre à de faibles 
différences de concentration d’agents chimioattractant, entre le front de migration et l’arrière 
de la cellule. Cette faible différence a donc besoin d’être amplifiée au niveau de la 
signalisation intracellulaire. Les phosphoinositols PiP2 et PiP3 sont des molécules clés dans 
ce phénomène : ils deviennent rapidement et fortement polarisés à la suite d’une stimulation 
chimiotactique. Cette amplification est due à la localisation, l’accumulation et l’activation de 
la PI3K qui génère le PiP2 et le PiP3 au front de migration, alors que la phosphatase qui les 
inactive se concentre à l’arrière et sur les côtés de la cellule (Merlot et Firtel, 2003).  
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Chapitre 2 : La dynamique de l’actine, mécanisme à la base du 
processus de migration cellulaire.  
Le premier chapitre nous a permis de mettre en évidence que la migration cellulaire repose 
notamment sur la dynamique localisée de l’actine, sur sa capacité à passer rapidement d’une 
forme monomérique à des filaments par des mécanismes de polymérisation et 
dépolymérisation. Cependant, ces phénomènes ne sont pas spontanément assez rapide pour 
expliquer les vitesses de migration cellulaire. Ils font intervenir in vivo des protéines de 
régulation, catalysant la nucléation de l’actine, les mécanismes de polymérisation et de 
dépolymérisation. D’énormes avancées sont en cours dans ce domaine, et nous allons tenter 
de faire un point sur les données actuelles. Il est important de comprendre l’action 
individuelle de chaque molécule impliquée, avant de pouvoir appréhender le mécanisme dans 
sa globalité. 
 
I. Quelques protéines de régulation qui se lient à l’actine 
Il s’agit des protéines qui, par leur liaison à l’actine, régulent le taux et l’organisation de la 
polymérisation de l’actine en affectant le pool de monomères ou encore d’extrémités + 
disponibles pour l’élongation.  
 
A. La profiline  
La profiline est une petite protéine ubiquiste de 12-16 kDa, très conservée, qui se lie aux 
monomères d’actine préférentiellement liés à l’ATP (Pollard et al., 2000) (voir figure 10). En 
l’absence d’extrémités +, la profiline séquestre les monomères d’actine, inhibant ainsi la 
nucléation spontanée de nouveaux filaments d’actine. Par contre, lorsque des extrémités + 
sont libres, la profiline permet au contraire l’assemblage de filaments (Pantaloni et Carlier, 
1993). Ces propriétés suggèrent que la profiline recharge en ATP les monomères d’actine-G-
ADP récemment dépolymérisés, et permet leur ré-intégration au niveau des extrémités + 
libres.  
La profiline est également capable d’interagir avec des phospho-inositides, ainsi qu’avec des 
protéines contenant des domaines riches en proline, dont VASP, (N)-WASp, et les formines, 
protéines catalysant la polymérisation de l’actine (voir partie III). L’association de la profiline 
avec ces protéines permet la localisation précise de ces dernières au niveau des extrémités + 
des filaments, et leur activité en leur fournissant des monomères d’actine. La vitesse de 
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polymérisation dépendant directement de la concentration en actine-G, ceci aboutit in fine à 
l’augmentation de la vitesse d’élongation des microfilaments.  
 
 
B. Srv2/CAP 
La famille de protéines Srv2/CAP (cyclase associated protein) est une des familles majeures 
des protéines se liant aux monomères d’actine. Elle comprend Srv2 découverte chez la levure, 
ainsi que ses homologues, nommés CAP, chez les autres Eucaryotes. Ces protéines de grande 
taille (50-60 kDa) sont multifonctionnelles et sont présentes chez tous les eucaryotes. Des 
études génétiques ont montré que les CAPs jouent des rôles importants dans des processus 
dépendant de l’actine, comme la polarité cellulaire, la cytodiérèse et l’endocytose.  
Srv2/CAP est une protéine multimérique ; chaque monomère est divisé en trois domaines 
fonctionnels (voir figure 10) (Balcer et al., 2003). La région C-terminale permet la liaison 
avec les monomères d’actine, mais le site de liaison n’a pas encore pu être identifié, de même 
que l’on ne sait pas s’il présente des domaines de liaison pour les monomères associés à 
l’ADP ou  l’ATP. La région N-terminale est impliquée dans la signalisation et peut interagit 
avec l’adényl cyclase. Srv2/CAP possède également deux régions riches en proline permettant 
l’interaction avec des protéines homologues de src par leur domaine SH3 et avec la profiline 
(Hubberstey et Mottillo, 2002). Srv2 a été décrite comme interagissant avec Abp1 (Actin 
filament binding protein 1) chez la levure, permettant sa localisation au niveau des plaques 
d’actine corticale. Des études biochimiques ont montré que Srv2/CAP permet le recyclage de 
l’ADF/Cofiline, facteur de dépolymérisation, et des monomères d’actine pour la 
polymérisation des filaments d’actine. Les protéines CAP stimulent également l’échange de 
nucléotides au niveau des monomères d’actine ce qui inhibe l’effet de la cofiline au niveau de 
cet échange (Balcer et al., 2003) (Moriyama et Yahara, 2002). CAP peut aussi augmenter la 
dynamique de l’actine in vivo, car la déplétion de cette protéine provoque une forte 
diminution des taux de polymérisation et dépolymérisation des filaments d’actine (Bertling et 
al., 2004). 
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Figure 10 : Structures et différents domaines de deux protéines de liaison à l’actine : la 
profiline et Srv2/CAP. a) La profiline est une petite protéine qui ne comprend que le 
domaine profiline. b) La protéine Srv2/CAP possède un domaine WH2 permettant la liaison 
aux monomères d’actine. Un domaine CB permet la liaison à la cyclase et le domaine PPP 
permet la liaison aux protéines à domaine SH3. (d’après Paavilainen et al., 2004) 
 
 
 
C. Les protéines de coiffe ou de « capping »  
La polymérisation de l’actine aboutit à l’élongation de filaments avec des extrémités + au 
niveau desquelles des monomères d’actine-ATP sont ajoutés. Au cours du temps, des 
protéines de coiffe se fixent à ces extrémités et stoppent ainsi leur croissance. Cet arrêt est 
nécessaire pour la régulation de la polymérisation de l’actine en lieu et en temps, in vivo 
(Cooper et Schafer, 2000). Ce phénomène de protection des extrémités + est régulé. La liaison 
des protéines de coiffe à ces extrémités peut ainsi être inbibée par les phosphoinositols in vitro 
(Schafer et al., 1996). Sous certaines conditions, les protéines de coiffe ne peuvent pas se 
fixer aux extrémités + in vivo ; c’est le cas dans les neutrophiles, où une induction de la 
GTPase Cdc42 semble protéger les filaments du capping, induisant une élongation accrue des 
filaments (Huang et al., 1999). 
 
D’autres protéines de régulation de l’actine ont été mise en évidence comme les β-thymosines 
ou encore la twinfiline. Leur rôle n’est pas encore très clairement établi et ne sera pas détaillé.  
 
 
 
 
 
II. Les protéines associées à la polymérisation 
Dans le premier chapitre, l’analyse de l’organisation de l’actine-F dans une cellule en 
migration nous a permis de mettre en évidence deux types d’architecture : au niveau des 
Profiline 
Srv2/CAP 
a) 
b) 
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lamellipodes, l’actine-F est sous forme branchée, alors qu’elle est linéaire au niveau des fibres 
de tension. Ces différences structurales s’expliquent par le fait que ces deux réseaux ne sont 
pas polymérisés par les mêmes machineries. On distingue aujourd’hui deux principaux 
catalyseurs de la polymérisation de l’actine : le complexe Arp2/3, qui génère des fibres 
d’actine branchées, et les formines, qui induisent au contraire des fibres d’actine parallèles. 
 
A. Le lamellipode : un exemple de polymérisation de l’actine 
dépendante du complexe Arp2/3 
1. Le complexe Arp2/3 
Ce complexe a été étudié après son isolement par chromatographie d’affinité sur résidus 
prolines (Machesky et al., 1994). Il est constitué de sept sous-unités associées, comprenant les 
protéines Arp 2 et 3 (Actin-related protein), une protéine de 40 kDa, et quatre autre sous-
unités. Le complexe Arp2/3 a été identifié comme permettant la fission des levures, la 
mobilité des bactéries Listeria (Welch et al., 1998) et la formation des filaments d’actine 
dépendante de Cdc42 (Ma et al., 1998). Ces résultats, et la localisation de ce complexe au 
niveau du front de migration des cellules en déplacement, ont conduit à penser qu’il pouvait 
agir comme un élément de polymérisation et de régulation de la dynamique des structures 
d’actine. La structure de Arp 2 et 3 a permis de suggérer que ce complexe pouvait se lier au 
niveau des extrémités – de l’actine et y induire une nucléation de l’actine (Kelleher et al., 
1995). Des travaux plus récents ont montré que ce complexe permet en fait la formation de 
branches au niveau de filaments pré-existants et ceci avec un angle de 70° (Blanchoin et al., 
2000). Restant fixé au niveau du point de branchement, les filaments sont rapidement coiffés 
à leur extrémité + par des protéines de coiffe qui stoppent leur élongation : les filaments 
d’actine dont la polymérisation est catalysée par le complexe Arp2/3 sont donc organisées en 
un réseau court et branché (voir figure 11).  
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Figure 11 : Modèle de polymérisation via le complexe Arp2/3. Le complexe Arp2/3 se lie à 
l’extrémité – d’un filament d’actine et initie le branchement d’un nouveau filament. Les 
molécules d’actine incorporées sont pour la plupart sous forme de complexes avec la 
profiline. Le complexe Arp2/3 reste au point de branchement ; l’extrémité en croissance du 
filament reste donc libre et accessible aux protéines de coiffe qui inhibent leur élongation. 
(Adapté de Machesky et Gould, 1999). 
 
 
L’activité de ce complexe est fortement stimulée par des protéines impliquées dans la 
polymérisation de l’actine comme WASp, qui se lie directement à Arp2/3. 
 
 
2. Régulation du complexe Arp2/3 par les membres de la famille WASp 
Les protéines de la famille WASp sont divisées en groupes structurellement différents : les 
protéines WASp et WAVE/SCAR. Chez les mammifères, cette famille est composée de cinq 
membres : WASp, N-WASp et trois protéines WAVE. Ces protéines sont composées de 
plusieurs domaines (voir figure 12) et interagissent avec un grand nombre d’autres protéines. 
Monomères 
d’actine 
NUCLEATION 
Complexe 
Arp2/3 
BRANCHEMENT 
Réseau dendritique 
Protéines de coiffe :  
arrêt de l’élongation Complexes 
actine-profiline 
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Le rôle principal des protéines WASp est de servir d’intermédiaire entre les voies de 
signalisation et la machinerie moléculaire de polymérisation du cytosquelette d’actine.  
La région C-terminale de ces protéines est commune à tous les membres. Elle contient une ou 
deux copies du domaine WH2 (WASp homology domain) qui sert de liaison avec les 
monomères d’actine, en association avec un domaine acide (A) qui lie et active Arp2/3. Les 
domaines WH2 sont très importants dans la nucléation de l’actine et permettent l’apport de 
monomères d’actine, liés ou non à la profiline, au niveau des extrémités + (Yarar et al., 2002).  
L’activité et la localisation des protéines de la famille WASp sont contrôlées par les autres 
domaines de la protéine. Elles se trouvent majoritairement sous une forme auto-inhibée, la 
région C-terminale étant bloquée par la région N-terminale elle-même. La liaison de Cdc42 
ou de Rac1 au niveau de leur site de liaison (CRIB) lève cette auto-inhibition en révélant les 
sites de liaison de la région C-terminale avec le complexe Arp2/3. Le PiP2 se fixe également à 
WASp, mais cette liaison active ou inhibe WASp selon les auteurs (respectivement Higgs et 
Pollard, 2000  et Tomasevic et al., 2007). 
 
 
 
 
Figure 12: Organisation structurale des membres de la famille WASp et protéines 
d’interaction. Le domaine WH2 interagit avec l’actine-G, ainsi directement disponible pour 
le complexe Arp2/3 fixé au domaine A. L’activité de WASp est régulée par la liaison de WIP 
au domaine WH1, de PiP2 et Cdc42 respectivement aux domaines B et CRIB, ainsi que par 
l’interaction au niveau du domaine riche en prolines avec des protéines à domaine SH3 dont 
Src, Grb2, Nck1, WISH, la cortactine et le complexe profiline-actineG. La liaison de la 
tyrosine kinase Src induit la phosphorylation de WASp, maintenant celle-ci sous forme active. 
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3. Régulation du complexe Arp2/3 par la famille des verprolines 
La verproline de levure et son homologue chez les Mammifères WIP (WASp-Interacting 
protein) sont des protéines qui interagissent avec les monomères d’actine et de nombreuses 
protéines régulatrices du cytosquelette d’actine. Des mutations de la verproline entraînent des 
problèmes au niveau de l’endocytose, de la distribution des mitochondries et dans 
l’organisation du cytosquelette d’actine (Donnelly et al., 1993). Cependant, le rôle précis dans 
la dynamique de l’actine de WIP n’est toujours pas clairement établi.  
La région N-terminale de WIP contient deux domaines WH2 de liaison à l’actine (voir figure 
13A) (Martinez-Quiles et al., 2001). La liaison des monomères d’actine semble être 
importante pour le rôle physiologique de WIP, car ces domaines WH2 sont nécessaire pour 
permettre les effets d’une surexpression de cette protéine. En plus de se lier aux monomères, 
WIP peut se lier aux filaments d’actine et permet leur stabilisation en inhibant les mécanismes 
de dépolymérisation (Martinez-Quiles et al., 2001). Par sa région C-terminale, WIP se lie à 
WASp. Cette interaction localise WASp au niveau des sites de polymérisation de l’actine et le 
stabilise dans sa conformation inactive (Chou et al., 2006) ; WIP protègerait donc WASp de 
la dégradation par le protéasome et l’inhiberait. WIP serait donc, via WASp, un régulateur 
négatif de la polymérisation de l’actine médiée par Arp2/3-WASp-Cdc42. Ce complexe 
WASp-WIP est soumis à régulation ; récemment, Ho et al. ont démontré qu’une protéine de la 
famille PCH (Pombe Cdc15 Homology), TOCA-1 (transducer of Cdc42-dependent actin), qui 
est activée par Cdc42, induit en retour l’activation de WASp et l’inhibition de WIP (voir 
figure 13B). Par ailleurs, WIP possède plusieurs séquences riches en proline lui permettant 
d’interagir notamment avec la cortactine, qui induit la nucléation et la stabilisation des 
branches formées par Arp2/3. WIP pourrait donc avoir inversément un rôle activateur du 
complexe Arp2/3 via sa liaison à la cortactine. Toutes ces propriétés font de la protéine WIP 
un régulateur central de la polymérisation de l’actine.  
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Figure 13: A) Domaines structuraux de la protéine WIP. Actine, cortactine, Nck/Crkl et 
WASp interagissent avec WIP au niveau de domaines définis. Pro : domaine riche en proline ; 
WH2 : WASp-Homology domain 2 B) Régulation de (N)-WASp par la GTPase Cdc42, le 
PiP2 et WIP. WASp est présent dans un état auto-inhibé, stabilisé (non dégradé par la 
protéasome) sous cette forme inactive par sa liaison à WIP. La liaison directe de Cdc42 ou du 
PiP2 à WASp « lève » cet état d’inhibition et permet sa liaison au complexe Arp2/3, et la 
polymérisation d’actine consécutive. Cdc42 active également WASp par l’activation de 
TOCA-1, protéine inhibitrice de WIP. PiP2 active aussi indirectement WASp, en activant 
Cdc42. 
 
 
4. Organisation branchée de l’actine et extensions membranaires   
Comme nous l’avons vu dans le premier chapitre, les filaments d’actine dans le lamellipode 
sont connectés de manière à former des structures en Y dont les deux branches sont terminées 
par des extrémités +. L’angle d’une jonction en Y entre deux filaments est de 67°, ce qui 
correspond à l’angle de polymérisation d’un nouveau filament à partir d’un filament mère par 
le complexe Arp2/3. Des immuno-marquages permettent d’ailleurs de repérer ce complexe au 
niveau des points de branchement (voir figure 14). 
A) 
B) 
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Svitkina et al. ont remarqué qu’en présence d’inhibiteurs de la polymérisation de l’actine, les 
extrémités – des structures en Y sont le siège d’une accumulation du complexe Arp2/3, qui 
pourrait ainsi protéger ces structures de la dépolymérisation. Toutefois, le nombre de 
jonctions Y présentes dans le lamellipode n’est pas uniquement dépendant de l’activation de 
Arp2/3. En effet, Bear et al., ont montré que les cellules issues de souris KO pour la protéine 
VASP présentent un nombre plus élevé de jonctions Y que les cellules normales. Ces 
jonctions sont également plus courtes, car coiffées rapidement. La polymérisation dépendante 
du complexe Arp2/3 dépendrait ainsi également de l’activité de VASP, qui s’opposerait à 
l’activité de capping des protéines de coiffe (Bear et al., 2002). 
Des études biophysiques suggèrent que cette organisation branchée de l’actine-F, dérivant de 
l’activité du complexe Arp2/3, est optimale pour créer une force d’extension (Mogilner et al., 
2003) à l’avant de la cellule (les filaments « poussent » la surface cellulaire via leurs 
élongations).  
 
 
Figure 14 : Clichés de microcopie électronique mettant en évidence la structure 
branchée de filaments d’actine associée au complexe Arp2/3 (D’après Millard et al., 
2004).  
 
 
B. Les fibres de tension : un exemple de polymérisation de 
l’actine dépendante des formines 
1. Les formines  
Les formines ont été découvertes chez la souris par l’identification d’un gène : limb deformity 
ld, qui correspond au premier gène de formine. Depuis, le domaine très conservé FH2 des 
formines a permis d’identifier au moins quinze gènes de formines dans le génôme des 
Mammifères. Ces protéines sont impliquées dans de nombreux processus liés à l’actine, 
comme le mouvement cellulaire, la formation des filopodes, l’endocytose, ou encore la 
formation des adhérences focales (Watanabe et al., 1999). Deux fonctions principales sont 
Arp2/3 
Actine-F 
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associées aux formines ; elles permettent à la fois la nucléation de l’actine (Pring et al., 2003) 
et le capping des extrémités + des filaments en croissance (Zigmond et al., 2003). 
Ce sont des protéines multimériques définies par leur domaine conservé FH2 (voir figure 
15A). Ce domaine est suffisant pour la nucléation de l’actine (Pruyne et al., 2002). Ce 
mécanisme de nucléation implique la stabilisation de dimères d’actine. Xu et al. (2004) ont 
montré que les formines interagissent entre elles au niveau de leur domaine DD, ce qui permet 
l’homodimérisation de leurs domaines FH2. De nombreux modèles proposent que chaque 
domaine FH2 de l’homodimère réagit avec une molécule d’actine-G, stabilisant ainsi un 
dimère d’actine, thermodynamiquement instable sous forme libre. Par ailleurs, les formines 
ont une activité de capping des extrémités +, qui empêche les protéines de coiffe de se fixer et 
d’arrêter l’élongation de ces extrémités. Les filaments d’actine générés par les formines sont 
donc linéaires et longs, contrairement à ceux polymérisés par le complexe Arp2/3 (courts et 
branchés). Ce mécanisme de polymérisation est appelé « capping processif ». Les formines 
sont ainsi principalement retrouvées au niveau des fibres de tension. La genèse de câbles 
d’actine par ces protéines permet, par l’association  au mouvement des molécules de 
myosines le long de ces fibres, une contraction optimale du corps cellulaire, nécessaire à la 
migration.  
 
2. Régulation de l’activité des formines 
La régulation de ces protéines dépend de domaines adjacents au domaine FH2, plus ou moins 
communs aux différents groupes de formines. Les types de régulation citées par la suite ne 
s’appliquent donc qu’aux formines possédant les domaines correspondants (voir figure 15A). 
Certaines formines sont présentes sous une forme auto-inhibée, le domaine C-terminal (DAD) 
interagissant avec le domaine N-terminal (DID) (voir figure 15B). La levée de cette auto-
inhibition se fait par la liaison de GTPases de la famille Rho au niveau du domaine GBD 
(GTPase Binding Domain). Elles sont activées en amont par de nombreuses voies de 
signalisation dont la voie Wnt (Habas et al., 2001) et la voie de l’insuline (Tojo et al., 2003). 
Le domaine FH2 est également souvent associé en N-terminal à un domaine FH1, riche en 
prolines, qui permet l’interaction avec des protéines contenant des domaines SH3. Parmi 
celles-ci, on trouve la profiline, dont la présence augmente le taux d’élongation des filaments 
d’actine par les formines (Romero et al., 2004). Il a été suggéré que les formines utilisent les 
complexes profiline-actine comme substrat de nucléation. Les tyrosine-kinase Src et Fyn 
peuvent aussi se lier au domaine FH1 (Gasman et al., 2003) ; ces kinases pourraient en retour 
phosphoryler les formines, et ainsi réguler leur fonctions. 
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Figure 15 : A) Organisation des différents domaines des formines animales et fongiques. 
Les domaines communs aux différents groupes de formines sont colorés, tandis que les 
domaines spécifiques à certaines formines sont en gris ou blanc. FLRa et FHOS/FHOD1 se 
lient à Rac par le domaine GBD. Les domaines D et D’ interviennent dans l’auto-régulation 
de ces protéines. Les protéines Delphiline et les formines limitées au domaine FH2 sont plus 
courtes au niveau C-terminal et ne sont pas auto-régulées par des interactions 
intramoléculaires. Nir2 peut se lier à RhoA et possède un domaine proche de FH2 « FH2 
like ». ForC est présent chez le Dyctiostélium et ne présente pas de domaine FH1.  (D’après 
Wallar et al., 2003). B) Détails de l’organisations des différents domaines de la formine 
mDia1. Les GTPases de la famille Rho se lient au niveau du domaine GBD. Le domaine D 
intervient dans l’auto-régulation de ces protéines. Le domaine DD permet la dimérisation des 
protéines et ainsi l’interaction de deux domaines FH2, qui a la capacité de polymériser 
l’actine. Le domaine FH1, riche en prolines, interagit avec les protéines Src et Profiline.  
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Le phénomène de polymérisation de l’actine seul ne permet pas d’expliquer la migration des 
cellules. En effet, il doit obligatoirement être couplé à un mécanisme inverse de 
dépolymérisation de l’actine-F. C’est l’activité coordonnée des deux mécanismes qui permet 
une dynamique de l’actine, et in fine, le mouvement des cellules.  
 
III. Les protéines associées à la dépolymérisation 
A. ADF/Cofiline 
Les protéines ADF/Cofiline qui sont de petite taille (15-20 kDa) peuvent se lier à la fois aux 
monomères et aux filaments d’actine. Ce sont des protéines abondantes et présentes dans 
toutes les cellules eucaryotes. Leur rôle physiologique le plus important est d’augmenter la 
dynamique de l’actine en dépolymérisant les filaments d’actine au niveau de l’extrémité -. En 
effet, le phénomène de tapis roulant est limité par le taux de dissociation faible des 
monomères au niveau de l’extrémité - ; ce taux est augmenté de 25 fois par les protéines de la 
famille ADF/Cofiline (Carlier et al., 1997). Ces protéines se lient avec une plus grande 
affinité à l’actine-F liée à l’ADP, à l’exception de la cofilin-2 (Bamburg, 1999). La liaison de 
la cofiline provoque au niveau du filament une rotation de 5° par sous-unité, ce qui entraîne 
une modification dans la stabilité thermodynamique du filament et provoque sa 
dépolymérisation (McGough et al., 1997) (voir figure 16). En plus de sa capacité à 
dépolymériser les filaments au niveau de l’extrémité -, la cofiline possède une faible activité 
de coupure des filaments d’actine qui peut augmenter le nombre d’extrémités + et donc la 
polymérisation de l’actine (Chan et al., 2000). Cependant, des levures avec des mutations  au 
niveau de la cofiline montrent une accumulation de filaments d’actine mal structurés et une 
forte diminution du taux de dépolymérisation. Ceci indique que in vivo, la fonction 
prédominante de la cofiline n’est pas la création de nouvelles extrémités + par coupure, mais 
bien la dépolymérisation des extrémités – (Lappalainen et Drubin, 1997). L’activité des 
cofilines est régulée par phosphorylation, les phosphoinositols PiP2 et PiP3, ainsi que par leur 
interaction avec d’autres protéines. La phosphorylation se fait au niveau de résidus sérine 
situés en N-terminal, diminuant leur capacité d’interaction avec l’actine. Cette 
phosphorylation est régulée par la LIM-kinase qui est activée par les RhoGTPases via PAK. 
La liaison aux phosphoinositols régule aussi négativement les interactions ADF/Cofilines et 
actine, mais sa signification physiologique n’est pas claire et nécessite plus d’investigations. 
Les protéines ADF/cofilines peuvent interagir avec d’autres protéines régulatrices du 
cytosquelette d’actine comme Aip1 (Actin interacting protein) qui augmentent leur efficacité 
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de dépolymérisation. Ces protéines jouent un rôle très important dans la régulation de l’actine, 
mais les conséquences de leur activation ou de leur inhibition restent difficiles à analyser.  
 
Figure 16 : Modèle actuel de régulation de la dynamique de l’actine par l’ADF/Cofiline, 
la profiline, et les protéines de coiffe. L’ADF/Cofiline se lie préférentiellement à l’actine-
ADP au niveau de l’extrémité – des filaments d’actine, induisant leur dépolymérisation. Elle 
inhibe également le passage de l’actine-ADP en actine-ATP. Au contraire, la profiline et 
CAP1 favorisent l’échange de nucléotide de l’ADP en ATP, favorisant l’élongation du 
filament. La protéine de coiffe AIP1 coiffe spécifiquement les extrémités + générés par la 
coupure des filaments par la cofiline, favorisant ainsi la dépolymérisation (d’après Ono et al., 
2003). 
 
 
B. La gelsoline 
La gelsoline est un membre d’une grande superfamille de protéines pouvant se lier à l’actine. 
C’est une protéine de 93 kDa composée de 6 domaines séparés par des séquences de liaison 
de taille variable. Ces domaines sont nommés et numérotés de G1 à G6. Le domaine G1 sert 
de liaison forte à l’actine-G de manière calcium-indépendante, les domaines G2 et G3 servent 
de lien avec l’actine-F, et les domaines G4 à G6 permettent une liaison à l’actine-G calcium-
dépendante (McGough et al., 2003). En présence de calcium, cette protéine possède la 
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propriété de  couper les filaments d’actine et de les coiffer, via son domaine G2. Suite à cette 
liaison, il y a une coupure rapide de l’actine-F par insertion du domaine G1 au sein même du 
filament. Puis, la gelsoline coiffe l’extrémité « + » du filament créé via son domaine G4, 
processus inhibé par sa liaison avec le PiP2 (Xian et Janmey, 2002).  
Cette famille de protéines compte d’autres membres comme la protéine séverine qui ne 
contient que 3 domaines. Cette dernière conserve cependant les propriétés de sensibilité au 
calcium, de coupure et de capping. Des capacités de nucléation de l’actine ont également été 
attribuées à la gelsoline, mais celles-ci restent encore très controversées.  
 
 
Dans ce deuxième chapitre, nous avons pu ainsi corréler les organisations d’actine-F 
observées dans une cellule en migration à des mécanismes de dynamique de l’actine distincts, 
dont les mécanismes de dépolymérisation et les voies de polymérisation Arp2/3 et des 
formines. Le schéma de la figure 17 (agrandie sur la page suivante) tente de résumer ces 
informations.  
Cependant, Il serait abusif d’associer un mécanisme de polymérisation à une fonction, 
d’extension, ou de contraction. En effet, par exemple, les formines semblent également servir 
à l’extension de membranes, puisqu’elles sont retrouvées  au niveau du lamellipode (Skoble et 
al., 2001). De même, la protéine VASP est associée aux extrémités + des filaments d’actine 
constituant les filopodes. Or, récemment, Schirenbeck et al. ont démontré que la formine 
dDia2 du Dictyostélium interagit avec VASP, et que cette interaction est nécessaire à la 
formation des filopodes dans cet organisme.  
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Figure 17 : Organisations de l’actine-F et mécanismes moléculaires impliqués dans une 
cellule en migration.  L’actine-F est polymérisée à l’avant de la cellule au niveau de deux 
types de protrusion : les lamellipodes et le filopode.  Les lamellipodes sont sous-tendus par un 
réseau d’actine-F branché. Ce réseau dendritique est polymérisé par le complexe Arp2/3, qui 
reste associé au niveau des points de branchement. L’activité de ce complexe est notamment 
régulée par Cdc42, les protéines de la famille WASp et WIP. Ce front de polymérisation 
utilise les monomères d’actine, en grande partie liés à la profiline, obtenus à l’arrière suite à la 
dépolymérisation de filaments notamment par les protéines ADF/Cofiline. Les extrémités + 
des filaments polymérisés sont rapidement bloqués par des protéines de coiffe, ce qui arrête la 
polymérisation ; d’où des filaments d’actine courts. Les filaments d’actine linéaires et longs 
des filopodes émergent à partir du réseau dendritique du lamellipode. La protéine VASP 
semble impliquée dans le blocage de l’accès des extrémités + en élongation aux protéines de 
coiffe : l’élongation n’est pas limitée. Les filaments d’actine linéaires et longs des filopodes 
sont maintenus entre eux par la fascine. Au niveau du corps cellulaire, l’actine se trouve sous 
forme de fibres, les fibres de tension. Il s’agit de fibres également linéaires maintenues 
parallèles et serrées par l’α-actinine. Le mécanisme de polymérisation générant de tels câbles 
repose sur l’activité des formines. Celles- ci utilisent préférentiellement les monomères 
d’actine liés à la profiline. Ces câbles d’actines sont associés à la myosine, moteur 
moléculaire les rendant contractiles.  
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Chapitre 3 : L’adhérence cellulaire : une étape nécessaire au 
processus de migration.  
 
La dynamique de l’actine seule ne suffit pas à la migration des cellules ; la stabilisation des 
extensions à l’avant de la cellule, ou encore la contraction de la cellule permettant au corps 
cellulaire de se mouvoir vers l’avant, nécessite la formation de structures d’adhérence, 
véritables sites d’attaches du cytosquelette d’actine, sur lesquelles vont s’exercer les forces de 
traction. En effet, au cours des étapes de la migration cellulaire, des structures d’adhérence 
sont formées à l’avant de la cellule au sein des extensions. Parallèlement, d’autres sont 
désassemblées à l’arrière permettant ainsi le détachement de la cellule et son mouvement vers 
l’avant. La forme et la taille de ces points de contact avec la matrice sont très variables selon 
le type cellulaire et le substrat. Ils correspondent toujours à des complexes multiprotéiques. 
Les principaux contacts cellule-matrice sont les complexes focaux et les adhérences focales, 
qui seront décrits succintement, ainsi que les podosomes et les invadopodes.  
 
I. Les complexes focaux 
Les complexes focaux sont observés au front de migration des cellules et leur formation est 
sous la dépendance des GTPases Rac et Cdc42. Ils servent de lien avec la MEC et 
correspondent à l’agrégation d’intégrines activées à haute affinité de liaison, à la présence du 
cytosquelette d’actine, et à des protéines de liaison comme la taline et la vinculine (Rottner et 
al., 1999). Ces complexes focaux apparaissent comme stationnaires au niveau de régions qui 
sont libres de toutes tensions intra ou extra-cellulaire (Ballestrem et al., 2001) (voir figure 18). 
De plus, au niveau de ces complexes focaux, les intégrines sont enchassées dans le 
cytosquelette d’actine, montrant une homogénéité de composition et de densité avec un 
renouvellement très faible. Ces complexes focaux, une fois formés et définis par un certain 
nombre de protéines adaptatrices, sont donc très peu modifiés. Ils peuvent évoluer sous 
l’influence de tensions intra- ou extra-cellulaires, notamment au niveau de leur densité 
(Riveline et al., 2001). Ceci suggère que les cellules sont capables de sentir les différentes 
tensions et d’adapter la taille et la résistance de leur structure d’adhérence en conséquence 
(Geiger et Bershadsky, 2002). Cette tension est essentielle pour la migration et elle stimule le 
remaniement de ces structures (Geiger et al., 2001). 
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II. Les adhérences focales 
Au cours du déplacement de la cellule, on observe un remaniement des complexes focaux 
sous l’influence de la GTPase Rho: ils vont notamment augmenter de taille pour former les 
adhérences focales (voir figure 18). Simultanément, le réseau du cytosquelette d’actine est 
modifié : le lamellipode, progressant vers l’avant, laisse la place aux fibres de stress qui 
s’ancrent aux adhérences focales (Anderson et al., 2000). De plus, Rho permet une 
contraction intracellulaire myosine-dépendante, qui induit une augmentation de la densité des 
intégrines et un renouvellement important des protéines à ce niveau. De par cette propriété, 
les adhérences focales sont plus mobiles que les complexes focaux : elles glissent vers 
l’arrière de la cellule (Smilenov et al., 1999). La combinaison des tensions dues à la 
contraction associée à la myosine et au renouvellement important au niveau des adhérences 
focales crée une forme de plasticité qui va permettre à la cellule de répondre rapidement  aux 
changements dans son environnement (Wehrle-Haller et Imhof, 2003). 
 
 
 
Figure 18 : Visualisation des complexes focaux, et de leur évolution en adhérences 
focales dans une cellule en migration. Les complexes focaux (en rouge) sont localisés au 
front de migration de la cellule. Ils évoluent à l’arrière en structures plus larges, les 
adhérences focales. Les fibres de tension observables en vert sont ancrées au niveau de ces 
adhérences (d’après Gimona et al., 2005). 
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III. Les podosomes 
L’intérêt pour cette troisième structure d’adhérence ne cesse de grandir, comme en témoigne 
le graphe de la figure 19 dénombrant le nombre de publications sur les podosomes depuis 
1980.  
 
Figure 19 : Intérêt exponentiel pour les podosomes. Graphe représentant le nombre de 
publications par année depuis 1980 (D’après Linder et al., 2007) 
 
 
A. Découverte des podosomes 
Les podosomes ont été découverts initialement dans des fibroblastes embryonnaires de poulet 
infectés par le virus du sarcome de Rous (RSV) exprimant la protéine oncogénique v-src 
(Marchisio et al., 1984). 
Par comparaison aux complexes focaux et adhérences focales abordés précédemment, les 
podosomes sont des structures uniques qui sont impliquées dans le contact de la cellule à son 
substrat, mais aussi à la dégradation de ce dernier (Chen et al., 1989 – Burgstaller et al., 2005 
– Osiak et al., 2005 – Yamaguchi et al., 2005 – Tatin et al., 2006). Ils sont ainsi retrouvés 
dans la plupart des types cellulaires qui ont une propriété d’invasion tissulaire, comme les 
macrophages (Linder et al., 1999), les cellules dendritiques (Burns et al., 2001), ou les 
ostéoclastes (Destaing et al., 2003). Plus récemment, les podosomes ont été mis en évidence 
dans d’autres types cellulaires dont les cellules endothéliales et les cellules musculaires lisses, 
après stimulation de ces dernières par des cytokines (Baldassarre et al., 2003 - Osiak et al., 
2005) ou des esters de phorbol (Tatin et al., 2006 – Hai et al., 2002) (voir figure 20). 
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Figure 20 : Mise en évidence de la présence de podosomes dans plusieurs types 
cellulaires. A) Macrophage humain B) Cellule musculaire lisse vasculaire C) Cellule 
endothéliale de cordon ombilical humain (D’après Linder et al., 2007). Rouge : actine, vert : 
vinculine. 
 
 
B. Structure et composition moléculaire des podosomes 
Les podosomes sont localisés sur la face de la cellule en contact avec le substrat, et ont un 
diamètre d’environ 0,5µm. Ils sont composés d’un cœur d’actine-F d‘environ 0,3µm de 
diamètre et 0,5µm de hauteur, entouré par un anneau de protéines dont la vinculine et la 
taline. Ces critères permettent de distinguer les podosomes des autres contacts cellule-MEC. 
Dans la plupart des cas, les podosomes s’assemblent soit de novo, soit par des processus de 
fission. Au niveau du front de migration des macrophages, Evans et al. (2003) ont montré que 
les clusters de podosomes se forment à partir d’une structure précurseur beaucoup plus large 
qui se divise.  
De nombreuses molécules ont été détectées aux podosomes. La plupart sont communes aux 
complexes focaux et aux adhérences focales. Parmi celles-ci, on retrouve des composants et 
des régulateurs du cytosquelette, dont des tyrosine ou sérine/thréonine kinases, des intégrines 
et des RhoGTPases, ainsi que des protéines impliquées dans une des voies de polymérisation 
précédemment décrites, (N)-WASp et Arp2/3. Toutes ces protéines ont une localisation 
définie, au cœur et/ou à l’anneau du podosome (voir figure 21).  
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Figure 21 : Modèle d’un podosome. La structure moléculaire de l’anneau du podosome est 
représentée dans le cercle gauche : les intégrines s’associent à la MEC et initient une voie de 
signalisation impliquant notamment la paxilline, la taline, la vinculine, Src et l’α-actinine. La 
structure moléculaire du cœur du podosome est représentée dans le cercle droit : la 
machinerie de polymérisation Arp-dépendante est présente, dont Arp2/3, WASp, cortactine et 
Cdc 42 (D’après Linder et al.,2003).  
 
 
 
Comme les adhérences focales, les podosomes ne sont pas des structures statiques, mais au 
contraire très dynamiques : ils ont une demi-vie estimée entre 2 et 12 minutes selon le type 
cellulaire considéré (Destaing et al., 2003 ; Evans et al., 2003 ; Babb et al., 1997). Par 
ailleurs, leur dynamique interne est très rapide, puisque l’actine-F du cœur est renouvellée 
deux à trois fois durant le temps de vie du podosome (Destaing et al., 2003).  
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C. Régulation de l’assemblage des podosomes 
1. Par la voie des GTPases 
De nombreux travaux ont permis de mettre en évidence le rôle crucial des GTPases de la 
famille Rho dans les voies de signalisation associées aux podosomes . 
Berdeaux et al. ont en premier détecté la forme activée de la GTPase dans les podosomes de 
fibroblastes transformés (Berdeaux et al., 2004). Par la suite, des expériences de KO sur les 
isoformes de la GTPase Rac ont montré que Rac2 est essentiel à la formation des podosomes 
dans les macrophages murins (Wheeler et al., 2006).  
Par ailleurs, il a récemment été démontré l’importance de WASp dans la formation des 
podosomes. Le KO de WASp médié par RNAi inhibe la formation des podosomes à 40% 
dans les cellules dendritiques (Olivier et al., 2006) alors qu’un transfert rétroviral du gène 
permet de restaurer la formation des podosomes dans des monocytes issus de souris 
déficientes pour WASp (Charrier et al., 2005). Outre le fait que WASp soit nécessaire à la 
formation des podosomes, le turnover de ces derniers dépend aussi de la dégradation de 
WASp par la calpaïne. L’inhibition de cette protéase conduit à l’accumulation de WASp dans 
les podosomes, diminuant leur turn-over, et ainsi diminuant les capacités de transmigration 
des cellules dendritiques (Calle et al., 2006). Une hypothèse émise par Chou et al. (2006) est 
que la stabilité et le recrutement de WASp aux podosomes sont facilités par WIP. WIP est en 
effet présent au niveau des podosomes des cellules endothéliales (Moreau et al., 2003) et des 
cellules dendritiques (Chou et al., 2006). Par ailleurs, les DC WIP-/- ne peuvent former de 
podosomes, même si WASp est stabilisé par un inhibiteur de calpaïne. L’ensemble de ces 
données met en évidence le rôle central des protéines WASp et WIP dans la formation des 
podosomes.  
 
2. Lien avec les microtubules  
Les relations spatio-temporelles entre podosomes et microtubules ont également été très 
étudiées dans les cellules de la lignée des monocytes. Destaing et al. (2003) ont ainsi montré 
que la formation de la ceinture de podosomes dans les ostéoclastes dépend d’un réseau intact 
de microtubules. Il en est de même dans les macrophages (Evans et al., 2003). Une partie des 
résultats exposés dans cette thèse montre que cette régulation implique la GTPase Rho, la 
formine mDia2, ainsi que l’histone-déacétylase HDAC-6, par une régulation du taux 
d’acétylation des microtubules (voir publication N°2). 
Par ailleurs, Kopp et al. (2006) ont montré que la dynamique des podosomes dans les 
macrophages, implique également des phénomènes de fusion et de dissolution, basés sur le 
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contact répété entre les podosomes et les extrémités + des microtubules, sans doute via le 
relargage de facteurs régulateurs inconnus à ce jour.  
 
D. Fonctions des podosomes 
La fonction d’adhérence est quasiment toujours associée aux podosomes ; cependant, ceci n’a 
jamais été clairement démontré. Cette hypothèse découle du fait de la présence d’intégrines au 
niveau de ces structures, et que les cellules présentant des podosomes ne possèdent aucune 
autre structure d’adhérence précédemment décrite.  
Les podosomes ont été récemment impliqués dans la dégradation de matrices protéiques, 
notamment dans les cellules endothéliales humaines (Osiak et al., 2005 – Tatin et al., 2006 – 
Varon et al., 2006), dans les macrophages murins et humains (Yamaguchi et al., 2006), ainsi 
que dans les cellules musculaires lisses (Burgstaller et Gimona et al., 2005). Cette fonction a 
été recherchée après la mise en évidence de la présence de métalloprotéases , matricielles ou 
MMPs et ADAMs (« a disintegrin and metalloprotease ») au niveau du cœur des podosomes.  
Cette fonction de dégradation de la MEC rapproche les podosomes d’autres structures : les 
invadopodes.  
 
E. Comparaison entre podosomes et invadopodes.  
Les invadopodes ont été décrits initialement par Chen et al. en 1989, dans des cellules 
transformés par le RSV ainsi que dans les cellules de tumeur maligne. Les invadopodes, 
comme les podosomes, se présentent sous forme de spots d’actine associées à des protéines de 
liaison et de régulation (Arp2/3, WASp, Cofiline, …). La distinction entre ces deux structures 
se fait selon des critères de nombre, de taille, de durée de vie, et d’efficacité à dégrader la 
matrice (Linder, 2007) (voir figure 22). 
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 PODOSOMES INVADOPODES 
CARACTERISTIQUES COMMUNES 
Observation Spots d’actine 
Localisation Face de la cellule en contact avec le substrat 
Composition 
 
 
 
Actine-F 
Régulateurs de l’actine (cortactine, WASp, Arp2/3) 
Protéines de plaques (taline, paxilline, vinculine)  
Phosphotyrosines 
 
DIFFERENCES 
Types cellulaires 
 
 
- Cellules de la lignée des 
monocytes 
- Cellules endothéliales 
- Cellules musculaires lisses 
 
 
Cellules de carcinomes 
 Fibroblastes transformés par v-Src  
Nombre 20-100 / cellule 1-10 / cellule 
Taille 1 x 0,4 µm 8 x 5 µm 
Durée de vie 2-12 min > 1h 
Dégradation de la MEC + +++ 
 
Figure 22: Tableau comparatif permettant de distinguer un podosome d’un invadopode. 
(D’après Linder et al.,2007).  
 
Podosomes et invadopodes diffèrent également par les protéines qui leur sont associées. Tout 
d’abord, les MMPs impliquées dans la dégradation du substrat sont différentes. Ces MMPs 
sont localisées à la surface cellulaire, associées à deux types de récepteurs : les intégrines, 
comme dans les podosomes, mais aussi avec le récepteur CD44 (Mori et al., 2002). CD44 est 
une glycoprotéine de surface exprimée de façon ubiquitaire et identifiée initialement comme 
le récepteur à l’acide hyaluronique. Depuis, plusieurs ligands lui sont attribués, dont le 
collagène de type I, la fibrine, ou encore l’ostéopontine. Une partie des travaux exposés dans 
cette thèse montre que les podosomes sont également associés au récepteur CD44 (voir 
publication N°1). 
 
 
 44 
La limite entre podosome et invadopode est donc très floue, au niveau structural comme au 
niveau fonctionnel. Linder propose de les regrouper sous le terme de PTA (Podosome-type 
adhesions) ou mieux encore d’invadosomes.  
 
 
IV. La dynamique des structures d’adhérence, mécanisme indispensable à la migration 
cellulaire. 
Peu de choses sont vraiment connues concernant la mise en place, la mâturation et le 
désassemblage des structures d’adhérence. Cependant, de nombreux éléments comme les 
microtubules (Small et Kaverina, 2003), la dynamine (Ezratty et al., 2005), des protéines 
kinase ou des phosphatases comme FAK et Src, des protéines associées à Rac et ERK et le 
niveau de calcium sont impliqués. En effet, des cellules qui sont déficientes en Src ou FAK 
présentent des structures d’adhérence plus nombreuses et plus larges, et surtout migrent de 
façon moins efficace (Webb et al., 2002). Toutes ces voies de signalisation contribuent au 
renouvellement des structures d’adhérence au front de migration de la cellule. A l’arrière des 
cellules en migration, les structure d’adhérence se désassemblent également. Elles présentent 
une interaction plus forte avec le substrat, pouvant aboutir à la formation d’une longue queue 
cytoplasmique. La tension appliquée est suffisante pour casser physiquement la liaison entre 
les intégrines liées à la MEC et le cytosquelette d’actine. Il en résulte que lors de la 
migration, les cellules laissent derrière elles des intégrines attachées à la matrice 
extracellulaire. Ceci a pu être observé in vivo (Lauffenburger et Horwitz, 1996). Ce 
phénomène ne semble toutefois pas totalement passif, puisque plusieurs études ont montré 
l’implication de protéines dont la myosine II et son effecteur PAK dans la rétraction 
cellulaire (Chung et al., 2001). On observe également un déficit dans la rétraction cellulaire 
au niveau des monocytes lorsque l’assemblage de la myosineII est bloqué par l’inhibition de 
Rho ou de sa kinase ROCK (Xu et al., 2003).  
 
 
Les trois premiers chapitres de cette introduction bibliographique nous ont permis de mettre 
en évidence que la migration cellulaire repose principalement sur deux dynamiques : celle du 
cytosquelette d’actine reliée intimement à celle des structures d’adhérence. Nous allons 
désormais focaliser notre étude de ces dynamiques sur un type cellulaire précis, l’ostéoclaste, 
qui est notre modèle d’étude au laboratoire. 
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Chapitre 4 : L’organisation du cytosquelette d’actine et des 
structures d’adhérence dans les ostéoclastes.  
  
I. Introduction 
A. Le tissu osseux 
Le tissu osseux revêt une importance capitale pour l’organisme tant sur le plan biomécanique 
que sur le plan métabolique. Ce tissu hautement spécialisé est caractérisé par sa dureté et son 
apparente rigidité, mais il n’est pas pour autant figé. Au contraire, c’est une structure 
dynamique, en perpétuel remaniement. Il est constitué de deux grands compartiments : la 
matrice extracellulaire et les cellules. La matrice osseuse peut elle-même être subdivisée en 
deux phases : une phase organique (principalement du collagène de type I et de l’acide 
hyaluronique)  et une phase minérale (des cristaux phosphocalciques d’hydroxyapatite). La 
fraction cellulaire est composée de plusieurs types cellulaires : les ostéocytes, les cellules 
bordantes, les ostéoblastes, responsables de la formation osseuse, et enfin les ostéoclastes, 
responsables de la dégradation de la matrice osseuse.  
La résorption osseuse est nécessaire pour de nombreux processus : c’est un événement 
obligatoire au cours de la croissance osseuse, de l’émergence des dents ou encore le maintien 
de l’homéostasie phospho-calcique. Dans de nombreuses pathologies humaines comme 
l’ostéoporose post-ménopause ou encore l’hypercalcémie maligne, une résorption osseuse 
augmentée est la cause de la maladie, et les thérapies engagées sont alors basées sur 
l’inhibition de l’activité des ostéoclastes.  
 
B. Les ostéoclastes. 
L’ostéoclaste, responsable de la résorption osseuse, est une cellule multinucléée d’origine 
hématopoïétique de la lignée myéloïde. La différenciation de monocytes en précurseurs 
ostéoclastiques sous l’effet du RANKL et du M-CSF se déroule dans la moelle osseuse ; une 
augmentation de la motilité de ces cellules permet alors leur passage dans la circulation 
sanguine et leur migration vers les surfaces osseuses. Le modèle retenu jusqu’à présent est 
qu’après avoir atteint la surface osseuse, les précurseurs ostéoclastiques y adhèrent et 
fusionnent de manière asynchrone, entraînant la formation d’une cellule multinucléée géante, 
d’environ 100µm, l’ostéoclaste mâture. Cependant, une partie des résultats présentés dans 
cette thèse montre que l’ostéoclaste mâture est capable de traverser des tapis cellulaires (voir 
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publication N°3). Il est donc tout à fait possible que la fusion des précurseurs ait lieu en 
dehors du contact avec la matrice osseuse. 
Une fois en contact avec la matrice osseuse, l’ostéoclaste entame un processus de résorption. 
Ces cellules contiennent un appareil de Golgi très développé (Mulari et al., 2003), ainsi que 
de nombreuses mitochondries et d’importantes vésicules lysosomales, composants nécessaires 
à leur fonction physiologique de dégradation de la matrice osseuse. L’efficacité de ce 
processus de résorption dépend également de l’adhérence de la cellule à son substrat. Pour ce 
faire, l’ostéoclaste a développé une structure d’actine particulière appelée zone de scellement. 
 
II. La zone de scellement, structure d’actine associée à la 
résorption ostéoclastique 
A. Structure et dynamique de la zone de scellement 
Afin d’assurer la fonction de résorption de la matrice osseuse, l’ostéoclaste doit établir une 
relation étroite avec celle-ci. En phase de résorption, il est polarisé dans le sens apico-basal, et 
c’est le cytosquelette d’actine qui va assurer son adhérence à l’os, par la formation d’une zone 
de scellement (Vaananen et Horton, 1995). Cette dernière délimite, au pôle basal, une lacune 
de résorption caractérisée par une membrane spécialisée, la membrane plissée (ou « ruffled 
border »), lieu d’activités d’exocytose d’enzymes et de protons, et d’endocytose des produits 
de dégradation (voir figure 22).  
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Figure 22: Représentation schématique d’un ostéoclaste résorbant. Le trafic vésiculaire 
intense est une caractéristique de ces cellules. PBL : pole basolatéral ; DSF : domaine 
sécréteur fonctionnel ; SZ : zone de scellement ; BB : bordure en brosse. Vésicules vertes : 
illustrent le trajet des enzymes de dégradation et des protons, du trans-golgi à la bordure en 
brosse. Vésicules marrons : illustrent le phénomène de transcytose de la bordure en brosse au 
domaine sécréteur fonctionnel.  
 
La zone de scellement est une large ceinture d’actine d’environ 4µm de largeur sur 4µm de 
hauteur, entourée d’un double anneau de protéines de régulation du cytosquelette d’actine 
comme la vinculine et la paxilline (Lakkakorpi et Vaananen, 1996) (voir figure 23). Des 
analyses de FRAP réalisées sur des ostéoclastes exprimant une forme recombinante actine-
GFP ont permis de démontrer que c’est une structure très dynamique au niveau du turn-over 
de l’actine (Saltel et al., 2004). Récemment, Chiusaroli et al. (2004) ont démontré que des 
ostéoclastes qui forment des zones de scellement incomplètes, ne sont pas capables de 
résorber l’os efficacement, in vitro et in vivo. Ceci prouve l’importance d’une zone de 
scellement intacte pour l’activité de résorption des ostéoclastes. 
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Figure 23 : Visualisation de la zone de scellement d’un ostéoclaste ensemencé sur un 
substrat résorbable. L’actine forme une large ceinture continue (en rouge), entourée de 
vinculine (en vert) (d’après Saltel et al., 2004). 
 
Cette structure n’est cependant pas observable en continue dans les ostéoclastes ; en effet, 
l’organisation du cytosquelette d’actine de l’ostéoclaste est différent suivant que la cellule se 
trouve dans une phase de résorption ou de migration. La zone de scellement n’est visible que 
lorsque l’ostéoclaste est polarisé, en phase de résorption. Au cours de la phase de migration 
qui suit, la zone de scellement est désorganisée, et aucune autre structure connue de l’actine 
(complexes focaux, adhérences focales, podosomes) n’est alors présente (voir figure 24).  
 
 
Figure 24 : Cycle de résorption d’un ostéoclaste. Etape 1 : l’ostéoclaste se polarise par 
contraction, forme une zone de scellement et résorbe la matrice. Etape 2 : l’ostéoclaste s’étale 
sur la matrice ; la zone de scellement est désorganisée. Retour à l’étape 1 (d’après Saltel et al., 
2004).  
 
Polarisation / Résorption 
 
Etape 1 
Etalement 
 
Etape 2 
Nouveau cycle 
Direction de migration 
Polarisation ou étalement 
Expansion de l’actine 
Transcytose 
Sécrétions 
Noyau 
Matrice minéralisée 
Zone de scellement 
Trou de résorption 
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B. Régulation de la formation et de la dynamique de la SZ 
1. Nature du signal inducteur. 
La nature du signal inducteur de la formation de la zone de scellement est encore un sujet de 
débat. Il a été montré que les ostéoclastes sont capables de résorber n’importe quel substrat 
contenant différents minéraux (Jones et al., 1984), et que l’adhérence des cellules au minéral 
était nécessaire (Saltel et al., 2004). D’ailleurs, les ostéoclastes ne peuvent pas résorber de 
l’os déminéralisé (Yovich et al., 1998 – Nakamura et al., 1996 - Chambers et al., 1984). Le 
minéral semble donc être un composant primordial pour la formation de la zone de 
scellement. Une des hypothèse émise est qu’il existerait un « récepteur à l’apatite ». Mes 
résultats de thèse permettent d’émettre une nouvelle hypothèse qui sera développée dans une 
partie des résultats (voir publication N°1). Le minéral servirait à concentrer un ligand 
protéique (ostéopontine, acide hyaluronique), induisant le regroupement du récepteur CD44, 
permettant alors la formation de la zone de scellement.  
 
2. Mécanismes moléculaires impliqués 
Chellaiah et al. ont montré que la GTPase Rho est impliquée dans la signalisation qui induit 
la formation de la zone de scellement. Son inhibition dans des ostéoclastes ensemencés sur 
apatite induit la perte de la polarisation apico-basale des cellules, et ainsi l’inhibition de la 
résorption. L’activation de Rho par l’adhérence de l’ostéoclaste à l’apatite est nécessaire 
(Saltel et al., 2004) mais non suffisante, puisque l’expression d’une forme constitutivement 
active de Rho (RhoV14) dans des ostéoclastes sur verre n’induit pas la formation d’une zone 
de scellement.  
Par ailleurs, l’inactivation de la tyrosine-kinase c-Src dans des souris conduit à une 
ostéopétrose sévère, causée par un nombre important d’ostéoclastes non fonctionnels (Horne 
et al., 1992 – Soriano et al., 1991). In vitro, l’utilisation d’un inhibiteur de c-Src (le PP2) a 
permis de montrer que cette kinase joue effectivement un rôle dans la formation de la zone de 
scellement (Saltel et al., 2004).  
Enfin, le KO de WASp dans les ostéoclastes induit des modifications morphologiques et 
fonctionnelles des cellules. Les cellules s’étalent et présentent un plus grand nombre de 
noyaux. Les cellules sont également incapables de former des zones de scellement sur 
lamelles d’os, ce qui se traduit par une diminution de la capacité à résorber (Calle et al., 
2004).  
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De façon surprenante, l’ostéoclaste ne forme pas le même type de structure d’actine lorsqu’il 
est ensemencé sur un substrat qu’il ne peut pas résorber, comme le verre ou le plastique. Dans 
ce cas, l’actine ne s’organise pas sous forme d’une zone de scellement, mais sous forme de 
podosomes.  
 
III. Les podosomes, structures d’actine présentes dans les 
ostéoclastes ensemencés sur un substrat non résorbable. 
Un marquage de l’actine et de la vinculine sur des ostéoclastes à différents stades de 
différenciation sur verre a permis a Destaing et al. (2003) de mettre en évidence trois 
organisations différentes de l’actine (voir figure 25).  
 
 
 
Figure 25 : Patterning des podosomes au cours de la différenciation ostéoclastique. 1) 
Premier stade : aggrégats de podosomes ; 2) Stade intermédiare : stade « rings » ou 
« anneaux » de podosomes ; 3) Dernier stade : ceinture de podosomes. (D’après Saltel et al. 
2004).  
 
A un stade précoce de différenciation, les podosomes sont organisés en aggrégats 
(« clusters »). Au sein de ces structures se forment alors des anneaux (« rings ») de 
podosomes, qui fusionnent entre eux pour former des anneaux plus larges, et finalement une 
ceinture de podosomes périphérique (« belt ») (Destaing et al., 2003), structure caractéristique 
du stade mâture d’un ostéoclaste sur verre. La transition anneau-ceinture est dépendante du 
réseau de microtubules, puisque l’ajout de nocodazole, qui dépolymérise les microtubules, sur 
des cellules mâtures induit la désorganisation de la ceinture en anneau.  
Cette ceinture de podosomes périphérique est, contrairement aux clusters et aux anneaux de 
podosomes, très stable, même si les podosomes internes à la structure sont eux fortement 
dynamiques. Il est à noter que ce dernier résultat quant à la stabilité de la ceinture de 
podosomes a été obtenu sur des lamelles de verre non recouvertes par une quelconque matrice 
1 2 3 
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protéique. Nous verrons ultérieurement que la présence de telles matrices induit la migration 
des ostéoclastes mâtures, donc une dynamique de la ceinture de podosomes.  
 
IV. Liens entre podosomes et zone de scellement 
De nombreuses molécules sont communes à la fois à la ceinture de podosomes et à la zone de 
scellement. Par ailleurs, l’inhibition de Rho par l’exoenzyme C3 induit une transition de la 
zone de scellement en ceinture de podosomes (Saltel et al., 2004).  Enfin, les deux structures 
sont dépendantes de l’intégrité du réseau de microtubules, et accumulent de forte quantité de 
microtubules acétylés. L’ensemble de ces données suggèrent que la zone de scellement dérive 
de la ceinture de podosomes par fusion des podosomes.  
Saltel et al. (2004) ont réfuté cette hypothèse suite à des expériences de vidéomicroscopie 
réalisées sur des ostéoclastes exprimant une forme recombinante actine-GFP et ensemencés 
sur apatite. Ils ont ainsi montré qu’un ostéoclaste sur apatite ne forme pas de podosomes, 
même lors de la transition entre la phase de migration et la phase de résorption de 
l’ostéoclaste. La ceinture de podosomes ne serait donc pas la structure précurseur de la zone 
de scellement.  
Récemment, Luxenburg et al. (2007) ont cependant apporté un nouvel argument en faveur 
d’un lien entre la zone de scellement et la ceinture de podosomes. Ils ont mis en évidence, en 
microscopie électronique à transmission à haute résolution, l’architecture moléculaire des 
podosomes des ostéoclastes : les cœurs des podosomes sont composés de fibres d’actine 
branchées, dont la direction est plus ou moins perpendiculaire au substrat, alors que les 
anneaux contenant les protéines d’adhérence sont connectées au cœur par des fibres d’actine 
radiales (parallèles au substrat). Par ailleurs, les podosomes sont reliés entre eux par un réseau 
d’actine également radial. La même analyse réalisée sur des ostéoclastes ensemencées sur 
substrat résorbable, donc formant une zone de scellement, montre que celle-ci est également 
composée d’un réseau dense de podosomes communiquant entre eux par un fin réseau de 
filaments d’actine linéaires (voir figure 26).  
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Figure 26 : Microscopie électronique à haute résolution sur les podosomes et la zone de 
scellement d’un ostéoclaste mâture. A) Podosomes composés de fibres d’actine 
perpendiculaires au substrat et interconnectés par un réseau d’actine-F parallèle au substrat. 
B) Zoom de A). C) Zone de scellement composée d’un réseau dense de spots d’actine-F 
analogues aux podosomes. D) Zoom de C) (D’après Luxenburg et al., 2007). 
 
 
 
Ainsi, la zone de scellement des ostéoclastes ensemencés sur substrat résorbable semble être 
constituée d’unités structurales clairement reliées aux podosomes. Elle diffère toutefois des 
podosomes individuels ou en clusters au niveau de la densité et du degré d’inter-connectivité 
beaucoup plus élevés de ces spots d’actine, formant ainsi une structure quasi-homogène de 
connection de la cellule avec la MEC.  
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Introduction au travail expérimental: 
Au cours de cette thèse, nous nous sommes intéressés à l’organisation, à la distribution ainsi 
qu’à la dynamique du cytosquelette d’actine des ostéoclastes, notamment en fonction des 
substrats, qu’ils soient organiques, minéraux ou encore cellulaires.  
Dans la suite de ce manuscrit, nous avons choisi de présenter trois projets réalisés en équipe 
au cours de ces trois années de thèse sur cette thématique, sous forme d’articles publiés ou 
soumis à publication.  
Cette introduction générale a pour but d’évoquer le contexte scientifique dans lequel ces 
résultats ont été obtenus, au niveau des modèles, des techniques, avec leurs avantages et leurs 
limites.  
 
Les ostéoclastes utilisés et étudiés au cours de cette thèse sont issus de la différenciation de 
précurseurs monocytiques murins isolés de rate ou de moelle osseuse, et cultivés en présence 
de deux cytokines : le RANK-L (Receptor activator of NFkB ligand) et le M-CSF 
(Macrophage-colony stimulating factor). La présence de ces deux cytokines permet la survie 
des précurseurs, leur amplification et leur fusion, permettant d’obtenir en 6-8 jours des 
ostéoclastes mâtures fonctionnels, c’est à dire capables de résorber l’os. Curieusement, les 
précurseurs ostéoclastiques adhèrent et se différencient mal sur les matrices minéralisées. 
C’est pourquoi toutes les différenciations ont été réalisées sur plastique, puis les ostéoclastes 
mâtures ont été détachés au PBS-EDTA pour pouvoir étudier leur comportement sur divers 
substrats.  
Ceci sous-entend que la population détachée n’est pas pure ; elle est constituée certes 
d’ostéoclastes mâtures, mais aussi de macrophages. La réalisation et l’interprétation d’études 
biochimiques sur ces cellules restent donc compliquées et délicates.  
Les techniques privilégiées au laboratoire sont ainsi les techniques d’imagerie, notamment 
confocales. Nous avons vu dans les précédents chapitres que les ostéoclastes forment des 
structures d’actine de l’ordre du µm sur leur face ventrale. L’imagerie confocale permet ainsi 
d’étudier finement des localisations de protéines en fonction de ces différents domaines. Elle 
permet également de faire des coupes optiques selon l’axe vertical, et de réaliser des 
reconstructions 3D de la cellule en fonction des protéines ou des phénomènes étudiés, ou 
encore de réaliser des déconvolutions de signaux. Cette dernière technique permet d’éliminer 
toute fluorescence résultant de la diffusion d’un signal à proximité. Ceci est notamment très 
utile pour prouver que telle ou telle structure n’est pas une illusion d’optique, un simple effet 
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de la juxtaposition à un signal de fluorescence plus intense. La microscopie confocale permet 
également de réaliser des études dynamiques, afin de suivre en direct l’évolution du 
cytosquelette d’actine en fonction des substrats, ou après l’ajout de drogues dans le milieu. 
Nous avons notamment étudié in vitro l’effet du ranélate de strontium (voir publication N°6), 
nouveau composé utilisé pour lutter contre l’ostéoporose, sur la différenciation, la migration, 
ainsi que sur l’organisation du cytosquelette d’actine des ostéoclastes, sur verre et sur substrat 
résorbable.  
Le TIRF (Total Internal Reflection Fluorescence) et l’IRM (Interference Reflection 
Miscroscopy) ont également été utilisés : ces techniques permettent d’accéder à la distance 
entre la membrane de la cellule et son substrat.  
L’analyse des cellules en imagerie confocale ou autre, peut être complétée par l’utilisation de 
logiciels informatiques variés (Métamorph, Huygens, Imaris, ImageJ…), utiles pour accéder 
à des paramètres aussi variés que la mesure de trajets, de vitesses de migration, de surfaces 
cellulaires ou de résorption, de différentes longueurs (diamètre des cellules…) ; ils nous ont 
également permis de faire des quantifications de fluorescence à partir d’images confocales.  
L’utilisation de toutes ces méthodes et matériels a été grandement facilitée par la présence de 
la plate-forme imagerie à proximité du laboratoire (PLATIM, IFR128 Lyon Biosciences). 
 
Une limite de l’utilisation de l’ostéoclaste comme modèle d’étude est le fait que ces cellules 
ne sont pas tranfectables ; nous avons essayé différentes techniques, selon différents 
paramètres (phosphate de calcium, électroporation, lipofectamine, saponine…), sans succès.  
Seule la micro-injection peut être réalisée facilement au laboratoire. Des ostéoclastes mâtures 
peuvent être micro-injectés avec des protéines dans leur cytoplasme, ou avec un ou plusieurs 
plasmide(s) dans un de leurs noyaux. Dans ce dernier cas, il n’est possible de transfecter que 
des ostéoclastes ensemencés sur verre, les noyaux n’étant pas visibles sur des ostéoclastes 
ensemencés sur substrat résorbable (les cellules se polarisent sur de tels substrats). Une 
technique alternative serait la mise au point de vecteurs viraux (adénovirus, rétrovirus, 
lentivirus) (Takayanagi et al., 1999). Cette technique est progressivement mise en place dans 
le laboratoire.  
Une manière de contourner ce problème de transfection a également été d’utiliser le modèle 
RAW, qui correspond à une lignée de macrophages pouvant se différencier en ostéoclastes 
fonctionnels, plus facilement transfectables par des méthodes classiques. Ce type cellulaire a 
permis à Olivier Destaing de générer plusieurs lignées, dont la lignée Raw-Actine-GFP 
utilisée pour l’étude de la dynamique du cytosquelette.  
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Par ailleurs, des lignées de souris transgéniques peuvent également servir à l’obtention 
d’ostéoclastes déficients pour telle ou telle protéine. Au cours de cette thèse, nous avons 
notamment utilisé une lignée de souris déficiente pour le gène WIP.  
 
L’étude du cytosquelette d’actine des ostéoclastes sur substrat résorbable n’est pas aisée du 
fait de l’auto-fluorescence des lamelles d’os, ou encore de l’épaisseur des lamelles de dentine 
ou de nacre. Avant mon arrivée au laboratoire, Frédéric Saltel a adapté un protocole mis au 
point par Shibutani et al. (2000) afin de minéraliser des lamelles de verre appelées lamelles 
ACC (Apatite-Collagen-Complex). Des lamelles de verre sont recouvertes avec du collagène 
de type I, puis des cristaux d’hydroxy-apatite de calcium, à l’aide de bains successifs dans des 
tampon phosphate et calcium. Par diffraction aux rayons X, Saltel et al. (2004) ont confirmé 
que les cristaux formés correspondaient bien à l’apatite cristallisée du minéral osseux. Il s’agit 
donc d’une matrice osseuse synthétique, résorbable par les ostéoclastes, et répondant aux 
contraintes de l’imagerie.  
Une limite de ce système comme tout système résorbable est la quantification de la 
résorption. Jusque-là, le seul moyen d’accéder à ce paramètre était de réaliser un test ELISA 
coûteux après résorption de lamelles de dentines (quantification de la dégradation du 
collagène). En collaboration avec Frédéric Saltel et Edith Bonnelye, nous avons mis en place 
un système rapide et peu onéreux : nous avons tiré parti du fait de la coloration différentielle 
des trous de résorption (matrice résorbée) par rapport à la matrice non résorbée. Une 
coloration d’une lamelle ACC au nitrate d’argent colore la matrice minéralisée en noir, alors 
que les trous de résorption sont transparents. De même, la coloration d’une lamelle de dentine 
au bleu de toluidine colore les trous de résorption en violet, alors que le reste de la lamelle 
reste de couleur claire (voir figure 27). L’utilisation des logiciels Photoshop et Metamorph 
permet alors d’accéder à une aire résorbée par les ostéoclastes par rapport à une aire totale. 
Ceci nous a permis par exemple au cours de ces travaux de comparer l’activité de résorption 
de différentes populations ostéoclastiques. Ce système d’analyse permet également la 
quantification de la migration des ostéoclastes sur substrat résorbable, par mesure de la 
longueur des trajets des cellules.  
Cependant, nous nous sommes rendus compte de la limite du système, dans le sens où ces 
expériences peuvent mener à de faux résultats ; en effet, ce système oblige l’expérimentateur 
à vérifier que les deux populations d’ostéoclastes détachés pour ensemencement sur substrat 
résorbable sont au même état de différenciation. Dans le cas de l’étude d’un KO par exemple, 
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il est fondamental de vérifier que les cellules KO et les cellules WT ont la même cinétique de 
différenciation par un comptage des noyaux (donc de la fusion) au cours du temps.  
 
 
 
Figure 27 : Quantification de la migration et de la résorption d’ostéoclastes mâtures 
après coloration de lamelles d’ACC (A) ou de dentines (B).  Des zooms sur les deux types 
de lamelles montrent les trous de résorption (étoile blanche) dans la matrice (étoile noire), et 
les trajets de migration (trait blanc). 
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Publication N° 1 (soumise) : 
Absence of WIP contributes to the identification of two actin 
domains with distinct functions in mature osteoclasts. 
 
Introduction à l’article : 
Comme décrits dans l’introduction bibliographique, les podosomes sont caractérisés par un 
cœur d’actine-F, entouré d’un anneau de protéines dont des intégrines, la vinculine, la 
paxilline, et la taline (Linder, 2003). Les cœurs d’actine sont associés au système de 
polymérisation dépendant de Arp2/3. En effet, on y retrouve le complexe Arp2/3, WASp ou 
encore la cortactine. Récemment, Calle et al. (2004) ont montré que le KO de WASp induit 
une diminution de la formation des podosomes dans les ostéoclastes. La protéine WIP a 
également été détectée au niveau des cœurs de podosomes de cellules endothéliales (Moreau 
et al., 2003) et plus récemment de cellules dendritiques (Chou et al., 2006). Dans ces cellules, 
la délétion de WIP induit une diminution du nombre de podosomes par cellule, suggérant un 
rôle de WIP dans la régulation des podosomes. Chou et al. ont émis l’hypothèse que WIP 
stabiliserait WASp au niveau des cœurs de podosomes, en régulant le clivage de WASp par la 
calpaïne. Cependant, l’effet de l’inactivation de WIP dans les ostéoclastes n’avait jamais été 
étudié. 
L’ostéoclaste a la spécificité d’avoir une organisation de l’actine-F différente selon le substrat 
sur lequel il est ensemencé. Sur verre, sur plastique, ou sur matrice organique, les ostéoclastes 
mâtures sont étalés et organisent leur cytosquelette d’actine sous forme d’une ceinture de 
podosomes périphériques. Sur matrice minéralisée, ACC, dentine, ou lamelle d’os, 
l’ostéoclaste se polarise en se contractant et forme une ceinture continue d’actine, la zone de 
scellement. Si la fonction de la zone de scellement est clairement impliquée dans la 
résorption, le rôle des podosomes reste une question ouverte. Il leur est souvent attribué un 
rôle dans l’adhérence des ostéoclastes, sans pour autant que cela ait été prouvé. De même, le 
lien entre les deux organisations de l’actine-F, podosomes ou zone de scellement, reste à 
déterminer.   
Au cours de ce travail, nous avons mis en évidence que la ceinture de podosomes des 
ostéoclastes est en fait composée de deux domaines d’actine distincts: le cœur de podosome, 
qui apparaît comme un point d’actine très intense, entouré d’un nuage d’actine, ou « cloud », 
diffus et moins intense. Des immuno-marquages montrent que chacun de ces domaines est 
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associé à des marqueurs moléculaires distincts ; ils sont notamment associés à des récepteurs 
différents : l’intégrine β3 colocalise avec le nuage, alors que les cœurs de podosomes sont 
associés au récepteur CD44. C’est la première fois qu’est mis en évidence un récepteur 
associé au cœur des podosomes. Les deux domaines mis en évidence sont donc associés à des 
récepteurs et à des protéines impliquées dans des voies de signalisation distinctes.  
Une collaboration avec l’équipe de I. Anton (Madrid) nous a permis d’avoir accès aux souris 
KO pour WIP. De façon surprenante, nous avons constaté que les ostéoclastes WIP-/- ne 
présentent aucun cœur de podosomes, mais seulement le nuage d’actine, homogène. Les deux 
domaines mis en évidence peuvent donc être induits indépendamment l’un de l’autre, ce qui 
suggère qu’ils sont dépendants de voies de signalisation distinctes. Cependant, même en 
l’absence de WIP, les ostéoclastes WIP-/- restent capables de former des cœurs de 
podosomes. En effet, leur ensemencement sur des lamelles de verre recouvertes d’acide 
hyaluronique, de collagène de type I, de laminine ou encore d’ostéopontine, tous ligands de 
CD44, permet l’obtention d’une ceinture de podosomes identique à celle d’ostéoclastes WT. 
L’implication directe de CD44 dans ce phénomène a été démontrée par l’utilisation 
d’anticorps activateur ou inhibiteur. Ces résultats nous ont permis de démontrer que la 
concentration du récepteur CD44 dans les ostéoclastes WIP-/- permet de compenser l’absence 
de WIP dans ces cellules pour l’induction des cœurs de podosomes, suggérant que WIP joue 
un rôle « concentrateur » des éléments de polymérisation dépendant du complexe Arp2/3.  
Les ostéoclastes WIP-/- nous ont également permis d’analyser séparément les fonctions des 
cœurs de podosomes et du cloud. Les podosomes sont souvent considérés comme des 
structures d’adhérence bien que ceci n’ait jamais été prouvé. Aucune fonction n’a également 
été associée au nuage d’actine. Dans cette étude, nous avons pu démontrer que les podosomes 
participent effectivement à l’adhérence des ostéoclastes à leur substrat, alors que l’actine du 
nuage est plutôt impliquée dans la contraction de la cellule. Les deux domaines auraient ainsi 
des fonctions distinctes, adhérence et contraction, deux fonctions fondamentales pour le cycle 
de résorption des ostéoclastes. Ces deux structures, associées à ces deux fonctions, se 
retrouveraient ainsi associées au niveau de la zone de scellement des ostéoclastes. De façon 
surprenante, les ostéoclastes WIP-/- ensemencés sur apatite forment cependant des zones de 
scellement identiques à celles des ostéoclastes WT, même si leur efficacité de résorption est 
diminuée de 30%. Il est possible que cela soit dû la haute affinité de l’apatite pour des ligands 
sécrétés par l’ostéoclaste comme l’ostéopontine, ce qui permettrait de concentrer le ligand 
donc le récepteur, et ainsi de compenser l’effet « concentrateur » de WIP. 
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Publication N° 2: 
A novel Rho-mDia2-HDAC6 pathway controls podosome 
patterning through microtubule acétylation in osteoclasts.  
 
Introduction à l’article : 
L’article précédent démontre que dans les ostéoclastes mâtures, l’actine-F s’organise sous 
forme d’une ceinture périphérique de cœurs de podosomes dans un nuage d’actine.  Cette 
deuxième publication présentée est l’occasion d’aborder la stabilité de cette structure.  
Le réseau de microtubules est impliqué dans de nombreux remaniements morphologiques de 
la cellule. Il a été mis en évidence que cette fonction dépendait des interrelations entre les 
microtubules et le cytosquelette d’actine. Par l’utilisation d’agents déstabilisants des 
microtubules, de nombreuses études ont montré que la polarisation et l’émission d’extensions 
lors de la migration des fibroblastes et des macrophages nécessite un réseau de microtubules 
intact ; la désorganisation des microtubules dans les macrophages ou les neutrophiles induit 
par exemple la formation de plusieurs lamellipodes, définissant ainsi plusieurs axes de 
migration. Cela suggère que les microtubules auraient pour fonction de renforcer et de limiter 
dans l’espace la polymérisation de l’actine sous forme d’extensions membranaires, afin de 
privilégier une direction de migration donnée. Les cytosquelettes d’actine et de tubuline 
semblent donc coopérer afin d’optimiser la migration cellulaire.  
Dans des travaux antérieurs, Destaing et al. (2003) ont montré au laboratoire que la 
stabilisation du cytosquelette d’actine des ostéoclastes, sous forme d’une ceinture 
périphérique de podosomes, nécessite également la présence du réseau de microtubules. Les 
autres étapes d’organisation de l’actine au cours de la différenciation (clusters, anneaux de 
podosomes) en sont par contre indépendantes. Cela suggère que, comme le cytosquelette 
d’actine, le réseau de microtubules est modifié au cours de la différenciation ostéoclastique. 
L’objectif de cette étude a donc tout d’abord été de déterminer la présence et le rôle 
d’éventuelles modifications post-traductionnelles du réseau de microtubules au cours de la 
différenciation. Les sous-unités α et β de tubuline peuvent subir diverses modifications, dont 
l’acétylation du résidu sérine en position 40, et la détyrosination en C-terminal, ces deux types 
de modifications étant supposées être associés à une stabilisation des microtubules. Ces 
travaux ont permis de mettre en évidence que la présence d’une ceinture de podosomes dans 
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les ostéoclastes correspond à une accumulation spécifique de microtubules acétylés au front 
interne de cette ceinture.  
Par ailleurs, comme décrit dans l’introduction bibliographique, les GTPases et les formines 
sont connues pour agir à la fois sur le remodelage de l’actine, et sur la dynamique et la qualité 
des microtubules. Ces classes de protéines constituent une voie de recherche intéressante pour 
comprendre les éléments régulateurs de la coopération actine-tubuline. Nous avons ainsi 
analyser l’effet d’inhibiteurs de la GTPase Rho (Tat-C3) sur la formation et la stabilisation 
des ceintures de podosomes, avec ou sans agents de dépolymérisation des microtubules 
(nocodazole). Ces expériences montrent que l’inhibition de Rho induit une augmentation du 
niveau d’acétylation des microtubules. Cette inhibition de Rho permet aussi le maintien des 
ceintures de podosomes, ceci même en présence du nocodazole, donc en l’absence du réseau 
de microtubules. Inversement, l’expression d’une forme activée de Rho (RhoV14) dans les 
ostéoclastes induit une diminution de l’acétylation des microtubules. Afin de confirmer la 
relation entre le niveau d’activation de Rho, la déacétylation des microtubules, et la formation 
de la ceinture de podosomes, nous avons réalisés des GST-pull-down pour évaluer le taux de 
Rho activé au cours de l’ostéoclastogenèse. Contrairement à ce qui était attendu, ces 
expériences n’ont pas permis de mettre en évidence de différence dans le taux de Rho activé. 
Il est possible que la localisation de Rho activé soit plus importante pour médier son effet que 
son niveau global d’activité.  
Toujours dans l’optique de disséquer les voies de signalisation impliquées dans 
l’augmentation de l’acétylation des microtubules au cours de la différenciation, nous nous 
sommes intéressés aux enzymes associées aux modifications post-transcriptionnelles des 
microtubules. Peu de choses sont connues actuellement sur l’acétylation des microtubules, 
l’acétylase impliquée n’ayant toujours pas été identifiée. Par contre, on connaît une enzyme 
responsable de la dé-acétylation : HDAC-6. L’utilisation d’un inhibiteur de cette enzyme 
(TSA) permet de bloquer la dé-acétylation des microtubules, même dans le cas de la 
surexpression de la forme activée de Rho. Par ailleurs, la formine mDia2, un effecteur de Rho, 
peut réguler l’activité de HDAC-6 (Ishizaki et al., 2001 ; Palazzo et al., 2001), ce qui en fait 
un bon candidat pour être un intermédiaire moléculaire entre l’inhibition de Rho et HDAC6. 
Des expériences de co-précipitations entre une forme GFP de mDia2 et différents fragments 
de mHDAC6 marqués avec un tag HA ont permis de mettre en évidence une interaction entre 
ces deux protéines. Ces résultats nous ont ainsi permis de mettre en évidence une cascade de 
signalisation impliquant les trois protéines Rho-mDia2-mHDAC6 dans la différenciation 
ostéoclastique. 
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Publication N° 3 : 
Transmigration : a new property of mature multinucleated 
osteoclasts 
 
Introduction à l’article : 
Les travaux de la première publication présentée montrent que la ceinture de podosomes 
contient deux domaines d’actine distincts : les cœurs de podosomes inclus dans un nuage 
d’actine. Nous avons alors pu montrer que les cœurs de podosomes sont des structures 
d’adhérence des ostéoclastes à leur substrat. Récemment, des équipes travaillant sur les 
podosomes de différents types cellulaires ont montré que ces structures étaient également le 
lieu d’une dégradation du substrat (Burgstaller et Gimona, 2005 – Osiak et al., 2005), ce qui 
n’a encore jamais été montré dans les ostéoclastes.  
En collaboration avec C. Badowski de l’équipe de C. Albiges-Rizo (IAB, Grenoble), nous 
avons ensemencé des ostéoclastes mâtures sur une matrice de fibronectine rendue fluorescente 
par association avec un fluorochrome rouge. Dans ces conditions, le cytosquelette d’actine de 
l’ostéoclaste marqué avec la phalloïdine en vert est clairement une ceinture de podosomes, 
avec des cœurs de podosomes et le nuage d’actine. Autour de l’ostéoclaste, on peut observer 
de grandes zones noires, correspondant à de la matrice dégradée (voir figure 28). Cette 
expérience suggère que la ceinture de podosomes de l’ostéoclaste soit une structure lui 
permettant de dégrader les matrices organiques comme la fibronectine. 
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Figure 28 : Observation du cytosquelette d’actine (en vert) d’ostéoclastes mâtures 
ensemencés sur une matrice de fibronectine (en rouge). (B-C) et (E-F) : Zooms successifs 
des ostéoclastes observés respectivement en A et D.  
 
Les podosomes (cœurs de podosomes et/ou nuage d’actine) sont ainsi des structures de 
dégradation de matrice. Cette donnée associée au fait qu’ils sont retrouvés dans des types 
cellulaires connus pour leur propriété d’invasion de tissus (macrophages, cellules 
dendritiques, …) nous ont amenés à émettre l’hypothèse que les podosomes des ostéoclastes 
sont des structures d’invasion.  
Pour tester cette hypothèse, nous avons placé des ostéoclastes mâtures sur des tapis 
cellulaires jointifs, eux-mêmes ensemencés sur des lamelles de verre ou d’ACC. 15 minutes 
ou 3h après, nous avons fixé l’ensemble, marqué le cytosquelette d’actine et observé au 
microscope confocal. Au temps 15 min, les ostéoclastes sont « en boule » sur le tapis 
cellulaire; au temps 3h, ils ne sont plus retrouvés à ce niveau. Il faut descendre sous le tapis 
cellulaire pour les retrouver, désormais étalés sur la lamelle de verre. Les ostéoclastes ont été 
capables de traverser le tapis de cellules, de transmigrer, ils possèdent donc des propriétés 
invasives. Nous avons démontré que ce phénomène est dépendant du type cellulaire sur 
lequel sont ensemencés les ostéoclastes : ils peuvent traverser des cellules ostéoblastiques, 
des fibroblastes, des adipocytes, des cellules endothéliales, mais pas des cellules épithéliales 
de type 293T.  
L’ostéoclaste ayant traversé le tapis de cellules adapte son cytosquelette d’actine en fonction 
de la matrice rencontrée : il forme une ceinture de podosomes sur verre, ou une zone de 
A B C 
D E F 
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scellement sur ACC. Cependant, l’analyse de l’organisation de l’actine au cours du 
phénomène de transmigration ne nous a pas permis de mettre en évidence la présence de 
podosomes. Ces structures ne semblent donc pas impliquées dans le processus de 
transmigration des ostéoclastes mâtures.  
Par ailleurs, afin de caractériser les bases moléculaires sous-tendant ce phénomène, nous 
avons étudié l’implication de différentes protéines dont Src et les métalloprotéases via 
l’utilisation d’inhibiteurs. Nous avons ainsi pu démontrer que ces deux familles de protéines 
étaient impliquées dans ce processus d’invasion. La capacité de transmigration est également 
augmentée par l’ajout de milieu conditionné de cellules de cancers mammaires humains; 
inversément, elle est diminuée par l’ajout de bisphosphonates, utilisés dans le traitement 
contre les métastases. Cette capacité de transmigration des ostéoclastes peut donc avoir une 
implication directe au niveau de la physiologie et de la pathologie osseuse, notamment en ce 
qui concerne les cancers osseux, associés à une dégradation progressive de la matrice 
osseuse. Il est possible que les cellules tumorales secrètent dans le milieu des substances 
permettant le recrutement et/ou l’activation d’ostéoclastes. La compréhension de tels 
mécanismes pourrait ainsi permettre d’ouvrir de nouvelles voies thérapeutiques.  
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Conclusion - Perspectives 
La migration cellulaire est un phénomène central pour de nombreux types cellulaires. Elle 
repose sur la dynamique simultanée du cytosquelette d’actine et des structures d’adhérence. 
Ceci est valable pour les ostéoclastes, dont la fonction de dégradation de la matrice osseuse 
repose sur l’alternance de phases de migration et de résorption. L’ostéoclaste présente une 
forte originalité par l’organisation de son cytosquelette d’actine et de ses structures 
d’adhérence. Il possède en effet deux organisations distinctes de l’actine-F selon le substrat 
sur lequel il est ensemencé: la ceinture de podosomes et la zone de scellement.  
Mon travail de thèse, dans le cadre des activités du laboratoire, a tenté de faire avancer les 
connaissances concernant ces deux organisations, aux niveaux de leur structure, de leur 
stabilité et de leurs fonctions.  
Sur des substrats non résorbables comme le verre, le plastique ou encore des matrices 
purement organiques, les ostéoclastes mâtures sont étalés et forment une ceinture périphérique 
d’actine. Cette ceinture est constituée de spots intenses d’actine, les cœurs de podosomes 
inclus dans un nuage d’actine ; sa stabilité dépend de la présence d’un réseau de microtubules 
intact, sous le contrôle de la GTPase Rho et de formines. Les deux domaines identifiés, cœurs 
de podosomes et nuage, sont caractérisés par des marqueurs moléculaires différents. Nous 
avons notamment pu attribuer à chaque domaine un récepteur membranaire: β3 est associée 
au nuage d’actine, alors que la présence des cœurs de podosomes dépend de l’activation du 
récepteur CD44. Par ailleurs, l’analyse des ostéoclastes déficients pour la protéine WIP, 
localisée au niveau des cœurs de podosomes dans les ostéoclastes WT, nous a permis d’isoler 
une seule de ces structures, le nuage d’actine, et ainsi d’associer à chaque domaine une 
fonction : les cœurs de podosomes sont impliqués dans l’adhérence de l’ostéoclaste à son 
substrat, alors que le nuage est plutôt impliqué dans sa contraction. L’ensemble des deux 
domaines composant la ceinture de podosomes, est en outre capable de dégrader les matrices 
organiques comme la fibronectine. Cette ceinture de podosomes des ostéoclastes mâtures est 
ainsi associée à l’adhérence, la contraction, et la dégradation de substrats, trois fonctions 
nécessaires à la résorption, activité physiologique des ostéoclastes mâtures ensemencés sur un 
substrat résorbable. L’hypothèse retenue est ainsi que  la zone de scellement résulte de la ré-
organisation des deux domaines identifiés. 
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A la suite de ces travaux, plusieurs questions restent en suspends. Tout d’abord, nous avons 
pu montrer que l’actine des cœurs de podosomes était polymérisée par le système dépendant 
du complexe Arp2/3. Par contre, nous n’avons associé aucun système de polymérisation au 
nuage d’actine. Par ailleurs, les données obstenues montrent que la stabilité de la ceinture de 
podosomes dépend du réseau de microtubules, sous le contrôle des formines et de Rho. 
Cependant, nous ne connaissons pas le lien moléculaire entre le cytosquelette d’actine, et le 
réseau de microtubules qui permet cette stabilisation. Enfin, il est nécessaire de préciser le 
lien entre la ceinture de podosomes observée sur verre et la zone de scellement formée par les 
ostéoclastes ensemencés sur un susbtrat résorbable.  
 
I. Cœurs de podosomes et nuage : une double structure d’actine-F associée à une double 
fonction…Sous-tendue par un double système de polymérisation de l’actine ? 
L’introduction bibliographique a permis de mettre en lumière deux systèmes principaux de 
polymérisation de l’actine : le système dépendant du complexe Arp2/3 à l’origine de réseaux 
branchés, et le système dépendant des formines à l’origine de réseaux linéaires. L’actine des 
cœurs de podosomes est clairement polymérisée par la voie Arp2/3-dépendante, comme le 
montre la localisation de nombreux acteurs de cette voie à ce niveau (WASp, WIP, 
cortactine). Les données de microscopie électronique à haute résolution de Luxenburg et al. 
(2007) montrent que les cœurs de podosomes sont effectivement composés d’actine-F 
branchée. Par contre, Arp2/3 est exclu du nuage, ce qui signifie que l’actine-F de ce domaine 
est polymérisé par un autre système. Or, les mêmes étude de Luxenburg et al. montrent que 
les podosomes sont reliés entre eux par de l’actine-F cette fois linéaire. C’est pourquoi nous 
avons testé l’hypothèse de la polymérisation de l’actine-F du nuage par les formines.   
Ne disposant pas d’anticorps dirigés contre mDia1 chez la souris, nous avons réalisé la micro-
injection du plasmide mDia1-GFP dans les noyaux d’ostéoclastes mâtures. Une coupe en Z 
réalisée au microscope confocal montre que mDia1 est effectivement localisée au nuage, ainsi 
que dans la partie supérieure des podosomes (voir figure 29). Nous avons confirmé cette 
localisation par un immuno-marquage de la même protéine dans des ostéoclastes humains. 
Ces données suggèrent que l’actine du nuage et de la partie supérieure des cœurs de 
podosomes est polymérisée par le système des formines. Afin de confirmer ces données, nous 
avons analysé la localisation de la myosineII, protéine directement associée aux câbles 
d’actine-F polymérisés par les formines. Des coupes en XY et en Z réalisées après marquage 
de cette protéine montrent que la myosineII se localise, comme les formines, au nuage et dans 
la partie supérieure des cœurs de podosomes (voir figure 29). Par ailleurs, les deux systèmes 
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de polymérisation de l’actine, formines et Arp2/3, se distinguent par les GTPases de la famille 
Rho qui leur sont associées : le système des formines est régulé par la GTPase Rho, alors que 
la voie Arp2/3 dépend de l’activité de la GTPase Cdc42. Nous avons ainsi essayé de localiser 
ces GTPases activées dans les ostéoclastes mâtures. Une première approche a été de les 
localiser par l’utilisation de sondes GST-CRIB et GST-RBD qui ne se lient qu’aux formes 
activées (les domaines CRIB et RBD sont respectivement des domaines de liaison à Cdc42 
activé et Rho activé). Malheureusement, aucun signal n’a pu être détecté. Afin de contourner 
le problème, nous nous sommes intéressés à la localisation de protéines associées aux 
GTPases, les GAPs (« GTPases activated proteins »). Nous avons ainsi pu montrer qu’une 
GAP de Rho, p190RhoGAP, se localise au niveau du nuage et des cœurs de podosomes, de 
façon identique à la formine mDia1 ou à la myosineII. Des études similaires sur des GAPs de 
Cdc42 et Rac sont en cours ; cependant, les récents travaux de Le Clainche et al. (2007) 
montrent que la forme activée de Cdc42 est effectivement au niveau du cœur des podosomes.  
L’ensemble de ces données suggèrent ainsi que deux systèmes de polymérisation sont 
impliqués dans la formation de la ceinture de podosomes des ostéoclastes mâtures : le système 
CD44-Arp2/3-Cdc42 est impliqué dans la polymérisation branchée de l’actine de la base des 
cœurs de podosomes, et le système αVβ3-formines-Rho est impliqué dans la polymérisation 
linéaire de l’actine du nuage et de la partie supérieure des cœurs de podosomes. Comme cela a 
été discuté dans la publication N°1, il est possible que le signal inducteur de ces deux voies 
soit l’ostéopontine (OPN). L’OPN est une glycoprotéine secrétée par les ostéoclastes, et est un 
ligand à la fois de αVβ3 et de CD44. Il serait intéressant de disposer des souris OPN-/- 
(ostéopétrotiques et résistantes à une résorption induite par ovariectomie, Natasha et al.,  
2006) pour étudier l’organisation du cytosquelette d’actine des ostéoclastes sur des substrats 
résorbables ou non. S’il s’agit réellement du signal inducteur, aucune des deux structures, 
cœurs de podosomes et nuage, ne devrait être présente. Ce serait alors un bon système pour 
ré-induire l’un ou l’autre domaine par ensemencement des cellules sur de l’OPN exogène, 
tout en bloquant la voie de αVβ3 et/ou de CD44 par des inhibiteurs (peptides RGD 
pour αVβ3, et anticorps bloquant pour CD44 par exemple). 
 
 
 
 
 
 130 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 29 : Localisations de protéines associées au système des formines dans la ceinture 
de podosomes d’ostéoclastes mâtures. L’actine est repérée en rouge par marquage à la 
phalloïdine. a) Coupe en Z après micro-injection nucléaire du plasmide mDia1-GFP (en vert). 
Barre : 0,5 µm. b) Coupe en Z après immuno-marquage de la myosineII (en vert). Barre : 0,7 
µm. Les cœurs de podosomes sont localisés par les flèches noires. Les nuages sont localisés 
par des traits noirs.  
 
 
II. Lien(s) moléculaire(s) entre cytosquelette d’actine et réseau de microtubules 
Dans les ostéoclastes mâtures, les formines représentent ainsi un des systèmes impliqués dans 
la polymérisation de l’actine de la ceinture de podosomes. Par ailleurs, d’après la publication 
N°2, la stabilité de la ceinture de podosomes périphérique dépend notamment du taux 
d’acétylation des microtubules, également sous le contrôle des formines. Feierbach et al. 
(2004) ont montré que, chez la levure, la formine For3p « capture » les extrémités des 
microtubules via tea1p, une protéine capping de leurs extrémités. Un rôle similaire de 
« capture de microtubules » est proposé par Palazzo et al. (2001) pour la formine de 
mammifères mDia1. Le domaine FH2 des formines semble être essentiel à leur interaction 
avec les microtubules (Wen et al., 2004). Récemment, Zhou et al. (2006) ont démontré que 
l’exon-2 de la formine-1 est nécessaire et suffisant à la localisation de la formine au niveau 
des microtubules, car ce fragment co-sédimente avec la tubuline purifiée. Les formines sont 
ainsi capables d’interagir à la fois avec l’actine et les microtubules ; elle peuvent donc 
représenter le lien structural et fonctionnel entre le réseau de microtubules et la ceinture 
périphérique d’actine des ostéoclastes. Afin de tester cette hypothèse, nous essayons de nous 
procurer des plasmides codant pour des formines délétées de un ou plusieurs domaines 
d’interaction, notamment avec l’actine et/ou la tubuline. Cette étude est en cours au 
laboratoire.  
 
a) b) Z Actine / mDia1-GFP Actine / MyosineII 
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Les microtubules permettent le transport de vésicules contenant les protéines constitutives de 
podosomes, ou encore les enzymes ou les produits de dégradation de la matrice. Si les 
formines sont effectivement le lien fonctionnel entre les réseaux d’actine et de tubuline, 
l’interaction entre le cytosquelette d’actine et les microtubules est limitée au nuage et à la 
partie supérieure des podosomes, domaines où sont localisées les formines. Cela implique 
donc qu’il doit exister un autre système de transport des vésicules jusqu’à la base des cœurs 
des podosomes. Or, ce domaine, associé à la voie de polymérisation Arp2/3-dépendante, est 
formé d’actine-F branchée. Comme nous l’avons vu dans l’introduction bibliographique, ce 
type d’architecture de l’actine-F est optimale pour générer une force d’extension nécessaire à 
la migration. Une autre fonction associée à ce type de réseau est également le transport de 
vésicules intracellulaires. Il est donc possible que les vésicules soient transportées par les 
microtubules jusque dans la partie supérieure des podosomes, puis par le réseau d’actine-F 
branché jusqu’à leur base. D’ailleurs, il a été montré que la protéine WIP associée au 
mécanisme de genèse de l’actine-F branchée, est également impliquée dans le transport 
vésiculaire le long de ce réseau (Benesch et al., 2002). Il est donc possible que la diminution 
de la résorption observée dans les ostéoclastes WIP-/- soit le fait d’une diminution du 
transport vésiculaire, indétectable avec les méthodes d’investigation utilisées. Pour tester cette 
hypothèse, il serait intéressant de suivre le trajet de vésicules marquées le long de ces deux 
réseaux, dans des ostéoclastes WT et des ostéoclastes WIP-/-, dépourvus du réseau branché 
d’actine constituant les cœurs de podosomes.  
 
La figure 30 tente de résumer l’ensemble des données obtenues sur l’organisation, la stabilité 
et la fonction du cytosquelette d’actine d’un ostéoclaste ensemencé sur un substrat non 
résorbable.   
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Figure 30 : Structure, stabilité et fonctions des deux domaines d’actine observés dans un 
ostéoclaste mâture ensemenecé sur un substrat non résorbable. Le cœur du podosome est 
associé au récepteur CD44, qui interagit en aval avec la voie de polymérisation dépendante du 
complexe Arp2/3 : WASp, WIP, cortactine et la GTPase Cdc42 ; le cœur du podosome est 
donc formé d’actine-F branché à sa base. Le nuage d’actine entourant les cœurs de 
podosomes est associé à l’intégrine αvβ3, interagissant en aval avec la voie de polymérisation 
dépendante des  formines : la vinculine, la paxilline, la GTPase Rho ; le nuage est ainsi formé 
d’actine-F linéaire associée à la myosineII. MyosineII, Rho et formines sont également 
localisées dans la partie supérieure des podosomes, qui est alors formée d’actine-F linéaire. 
Les formines permettent également une interaction avec le réseau de microtubules, ce qui 
induit la stabilisation de la ceinture d’actine. Nuage d’actine et cœurs de podosomes sont 
impliqués respectivement dans la contraction et l’adhérence de l’ostéoclaste à son substrat, 
l’ensemble permettant de dégrader la matrice.  
 
 
III. Nuage et cœurs de podosomes : deux structures indépendantes ? 
Les données précédentes définissent deux systèmes indépendants d’induction et de 
polymérisation de l’actine dans la ceinture de podosomes des ostéoclastes mâtures. Le KO de 
WIP ou encore l’utilisation d’anticorps bloquant de CD44 démontrent qu’il est possible 
d’inhiber la formation des cœurs de podosomes et de ne conserver que le nuage. Si les deux 
systèmes sont réellement indépendants, il doit donc être possible, inversément, d’inhiber la 
formation du nuage et de ne conserver que les cœurs de podosomes.  
Plusieurs données expérimentales obtenues à la suite de la publication N°1 tendent à montrer, 
au contraire, que la présence des cœurs de podosomes dépend de la présence du nuage. Tout 
d’abord, l’utilisation d’inhibiteurs de l’intégrine β3 (récepteur exclusivement associé au 
nuage), comme l’échistatine ou des peptides bloquants RGD, induit une désorganisation totale 
de la ceinture de podosomes périphériques : nuage et cœurs de podosomes ne persistent pas. 
Par ailleurs, nous avons eu accès aux souris KO pour la sous-unité αV des intégrines 
(collaboration avec M. Sixt, Max Planck Institute, Martensreid, Allemagne). Les ostéoclastes 
générés à partir de ces souris n’ont donc pas les intégrines comprenant la chaine αV, c’est à 
dire αVβ1 et αVβ3.  D’après la publication N°1, nous avons vu que l’intégrine αVβ1 n’est 
pas présente dans les ostéoclastes mâtures, ensemencés sur verre et sur ACC. L’étude de ces 
ostéoclastes permet donc d’analyser uniquement le rôle de l’intrégrine αVβ3. Les ostéoclastes 
αV-/- ensemencés sur verre ont une organisation de l’actine-F qui est diffuse, sous forme de 
fibres intra-cytoplasmiques. Ils ne présentent aucune des deux structures décrites, nuage et 
cœurs de podosomes : l’absence du nuage, induite par l’inhibition de β3, entraîne l’absence 
des cœurs de podosomes. La formation des cœurs de podosomes semble donc dépendre de la 
formation du nuage. Par ailleurs, Chellaiah et al. (2006) ont démontré que l’expression de 
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CD44 à la surface cellulaire dépend de l’interaction de αVβ3 avec l’OPN. Une hypothèse de 
travail serait ainsi que αVβ3 interagit tout d’abord avec ce ligand, ce qui induit la 
polymérisation linéaire de l’actine du nuage et l’expression de CD44 à la surface de 
l’ostéoclaste. CD44 peut alors interagir à son tour avec l’OPN, et induire la polymérisation de 
l’actine branchée des cœurs de podosomes (voir figure 31).  
 
 
 
Figure 31 : Modèle d’induction du nuage d’actine et des cœurs de podosomes dans un 
ostéoclaste ensemencé sur verre. 1) αVβ3 interagit avec l’OPN. 2) Cette interaction induit 
la polymérisation de l’actine du nuage, et 3) l’expression de CD44 à la surface cellulaire. 4) 
CD44 interagit à son tour avec l’OPN, ce qui induit 5) la polymérisation de l’actine des cœurs 
de podosomes.  
 
La publication N°1 montre que le nuage est impliqué à la fois dans l’adhérence et dans la 
contraction (les ostéoclastes WIP-/-, qui ne conservent que le nuage d’actine, conservent la 
capacité d’adhérer et de se contracter), alors que les cœurs de podosomes ne semblent 
impliqués que dans l’adhérence. Par ailleurs, dans l’introduction aux résultats de la 
publication N°3, nous avons mis en évidence que la ceinture de podosomes, constituée de 
l’ensemble du nuage et des cœurs de podosomes, est une structure de dégradation des 
matrices organiques telles que la fibronectine. Cependant, nous ne savons pas si c’est 
seulement le nuage, ou seulement les cœurs de podosomes, ou les deux structures qui sont 
impliquées dans cette dégradation. Dans un premier temps, il est nécessaire de localiser 
précisément les MMPs au niveau de la ceinture de podosomes. Par ailleurs, il serait 
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intéressant d’ensemencer les ostéoclastes WIP-/- sur un substrat organique fluorescent sur 
lequel ils ne forment pas de podosomes, comme une matrice vitronectine. Nous pourrions 
ainsi déterminer si le nuage seul suffit pour dégrader les matrices organiques.  
 
IV. Devenir de la ceinture de podosomes sur ACC : la zone de scellement ? 
Au contact d’un substrat résorbable, la ceinture de podosomes des ostéoclastes mâtures 
disparaît au profit de la formation d’une zone de scellement. C’est vrai pour plusieurs 
substrats étudiés, dont l’ACC, les lamelles d’os, les lamelles de dentines, ou encore la nacre 
(voir publication N°4).  
Le tableau de la figure 32 compare les localisations de différents marqueurs moléculaires 
présents au nuage et/ou cœurs de podosomes, dans un ostéoclaste adhérent sur verre ou 
résorbant (SZ = Zone de scellement).  
 
 
Figure 32 : Localisations de différents marqueurs du nuage et/ou des cœurs de 
podosomes au niveau de la SZ.  
 
La plupart des marqueurs moléculaires spécifiques du nuage et/ou des cœurs de podosomes se 
retrouvent ainsi en contact dans la zone de scellement. Par ailleurs, les études de microscopie 
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électronique à haute résolution de Luxenburg et al. (2007) montrent que la zone de scellement 
est composée d’un réseau dense de spots équivalents aux cœurs des podosomes. D’après ces 
auteurs, elle résulterait d’une contraction de la ceinture de podosomes, qui a pour 
conséquence le resserrement des podosomes entre eux.  
L’ensemble de ces données suggère ainsi fortement que la formation de la zone de scellement 
résulte du réarrangement du nuage et des cœurs de podosomes par la matrice sous-jacente.  
Alors que CD44 est clairement localisé uniquement à la SZ, beta3 est plus difficile à localiser 
dans un ostéoclaste ensemencé sur ACC. Dans la plupart des cellules, elle est présente au 
niveau de la membrane basale, en dehors de la SZ. Dans d’autres cellules, au contraire, elle 
est retrouvée au niveau de la SZ. Ces deux localisations différentes de beta3 peuvent 
également être observées dans une même cellule (voir figure 33). Une hypothèse est que sa 
localisation dépend de l’étape du cycle de résorption dans laquelle se trouve l’ostéoclaste. Des 
expériences de vidéomicroscopie sur des ostéoclastes exprimant une forme GFP de beta3 
pourrait nous permettre de valider ou non cette hypothèse.  
Nakamura et al. ont démontré que l’échistatine, un inhibiteur des intégrines, inhibe la 
résorption ostéoclastique (Nakamura et al., 1999). Par ailleurs, nous avons montré que les 
ostéoclastes déficients pour la sous-unité αV ne forment pas de SZ sur ACC. Quelle que soit 
sa localisation, beta3 semble donc indispensable à la fonction de résorption de l’ostéoclaste. 
De même, Suzuki et al. ont montré que les ostéoclastes déficients pour CD44 présentent un 
défaut de motilité et de résorption (Suzuki et al., 2002). Il serait intéressant de disposer des 
souris CD44-/- afin de déterminer si les ostéoclastes issus de ces souris sont encore capables 
de former des SZ. αVβ3 n’est ainsi peut-être pas suffisant pour la résorption.  
 
 
Figure 33: Localisation de beta3 dans un ostéoclaste ensemencé sur ACC. a) Marquage de 
l’actine par la phalloïdine permettant de visualiser la SZ (en rouge). b) Immuno-marquage de 
beta3, localisée soit à la SZ, soit en dehors de la SZ (en vert). c) Superposition des marquages 
de l’actine et de beta3. d) Visualisation des trous de résorption en transmission (Etoiles 
blanches : trous de résorption, étoiles noires : matrice minéralisée).   
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D’après nos résultats et les données de la littérature, nous pouvons proposer un modèle 
d’induction de la SZ, similaire au modèle établi dans la figure 31. L’interaction de αVβ3  
avec l’OPN induirait la polymérisation d’actine formant ainsi un début de SZ. Cette 
interaction permettrait également l’expression de CD44 à la surface cellulaire, son interaction 
avec l’OPN et la polymérisation d’actine, qui renforcerait la SZ. La dissolution du minéral 
induit alors la dissociation des récepteurs de l’OPN, la désorganisation de la SZ et la 
stimulation de la migration de l’ostéoclaste. Un nouveau cycle commence alors (voir figure 
34).  
 
 
 
Figure 34: Modèle d’induction de la zone de scellement dans un ostéoclaste ensemencé 
sur ACC. 1) αVβ3 interagit avec l’OPN secrétée par l’ostéoclaste. 2) Cette interaction induit 
la polymérisation d’actine, qui 3) initialise la formation d’une SZ. L’interaction de αVβ3 avec 
l’OPN induit également 4) l’expression de CD44 à la surface cellulaire. 5) CD44 interagit à 
son tour avec l’OPN, ce qui induit 6) la polymérisation d’actine, et ainsi 7) le renforcement de 
la SZ. 
 
 
 
 
 138 
BIBLIOGRAPHIE 
Amano M, Chihara K, Kimura K, Fukata Y, Nakamura N, Matsuura Y, Kaibuchi K. (1997). 
Formation of actin stress fibers and focal adhesions enhanced by Rho-kinase. Science 
275(5304):1308-11. 
 
Anderson KI, Cross R. (2000). Contact dynamics during keratocyte motility. Curr Biol. 
10(5):253-60. 
 
Aspenstrom P. (1999). Effectors for the Rho GTPases. Curr Opin Cell Biol. 11(1):95-102. 
Review. 
 
Babb SG, Matsudaira P, Sato M, Correia I, Lim SS. (1997). Fimbrin in podosomes of 
monocyte-derived osteoclasts. Cell Motil Cytoskeleton. 37(4):308-25. 
 
Balcer HI, Goodman AL, Rodal AA, Smith E, Kugler J, Heuser JE, Goode BL. (2003). 
Coordinated regulation of actin filament turnover by a high-molecular-weight Srv2/CAP 
complex, cofilin, profilin, and Aip1. Curr Biol. 13(24):2159-69. 
 
Baldassarre M, Pompeo A, Beznoussenko G, Castaldi C, Cortellino S, McNiven MA, Luini 
A, Buccione R. (2003). Dynamin participates in focal extracellular matrix degradation by 
invasive cells. Mol Biol Cell. 14(3):1074-84.  
 
Ballestrem C, Hinz B, Imhof BA, Wehrle-Haller B. (2001). Marching at the front and 
dragging behind: differential alphaVbeta3-integrin turnover regulates focal adhesion behavior. 
J Cell Biol. 155(7):1319-32.  
 
Bamburg JR. (1999). Proteins of the ADF/cofilin family: essential regulators of actin 
dynamics. Annu Rev Cell Dev Biol. 15:185-230. Review. 
 
Bear JE, Svitkina TM, Krause M, Schafer DA, Loureiro JJ, Strasser GA, Maly IV, Chaga OY, 
Cooper JA, Borisy GG, Gertler FB. (2002). Antagonism between Ena/VASP proteins and 
actin filament capping regulates fibroblast motility. Cell. 109(4):509-21. 
 
 
 139 
Benesch S, Lommel S, Steffen A, Stradal TE, Scaplehorn N, Way M, Wehland J, Rottner K. 
(2002). Phosphatidylinositol 4,5-biphosphate (PIP2)-induced vesicle movement depends on 
N-WASP and involves Nck, WIP, and Grb2. J Biol Chem. 277(40):37771-6. 
 
Benton R, St Johnston D. (2003). Drosophila PAR-1 and 14-3-3 inhibit Bazooka/PAR-3 to 
establish complementary cortical domains in polarized cells. Cell. 115(6):691-704. Erratum 
in: Cell. 2004 Jan 9;116(1):139. 
 
Berdeaux RL, Diaz B, Kim L, Martin GS. (2004). Active Rho is localized to podosomes 
induced by oncogenic Src and is required for their assembly and function. J Cell Biol 
166(3):317-23. 
 
Bertling E, Hotulainen P, Mattila PK, Matilainen T, Salminen M, Lappalainen P. (2002). 
Cyclase-associated protein 1 (CAP1) promotes cofilin-induced actin dynamics in mammalian 
nonmuscle cells. Mol Biol Cell. 15(5):2324-34. Epub 2004 Mar 5. 
 
Blanchoin L, Amann KJ, Higgs HN, Marchand JB, Kaiser DA, Pollard TD. (2000). Direct 
observation of dendritic actin filament networks nucleated by Arp2/3 complex and 
WASP/Scar proteins. Nature. 404(6781):1007-11. 
 
Brooks CC, Pilch PF. (2003). The Formin family protein, formin homolog overexpressed in 
spleen, interacts with the insulin-responsive aminopeptidase and profilin IIa. Mol Endocrinol. 
17(7):1216-29. 
 
Burgstaller G, Gimona M. (2005). Podosome-mediated matrix resorption and cell motility in 
vascular smooth muscle cells. Am J Physiol Heart Circ Physiol. 288(6):H3001-5. 
 
Burns S, Thrasher AJ, Blundell MP, Machesky L, Jones GE. (2001). Configuration of human 
dendritic cell cytoskeleton by Rho GTPases, the WAS protein, and differentiation. Blood. 
98(4):1142-9. 
 
Calle Y, Carragher NO, Thrasher AJ, Jones GE. (2006). Inhibition of calpain stabilises 
podosomes and impairs dendritic cell motility. J Cell Sci. 119(Pt 11):2375-85. 
 
 140 
Carlier MF, Laurent V, Santolini J, Melki R, Didry D, Xia GX, Hong Y, Chua NH, Pantaloni 
D. (1997). Actin depolymerizing factor (ADF/cofilin) enhances the rate of filament turnover: 
implication in actin-based motility. J Cell Biol. 136(6):1307-22. 
 
Chambers TJ, Thomson BM, Fuller K. (1984). Effect of substrate composition on bone 
resorption by rabbit osteoclasts. J Cell Sci. 70:61-71. 
 
Chan AY, Bailly M, Zebda N, Segall JE, Condeelis JS. (2000). Role of cofilin in epidermal 
growth factor-stimulated actin polymerization and lamellipod protrusion. J Cell Biol. 
148(3):531-42. 
 
Charrier S, Stockholm D, Seye K, Opolon P, Taveau M, Gross DA, Bucher-Laurent S, 
Delenda C, Vainchenker W, Danos O, Galy A. (2005). A lentiviral vector encoding the 
human Wiskott-Aldrich syndrome protein corrects immune and cytoskeletal defects in WASP 
knockout mice. Gene Ther. 12(7):597-606. 
 
Chellaiah MA. (2006). Regulation of podosomes by integrin alphavbeta3 and Rho GTPase-
facilitated phosphoinositide signaling. Eur J Cell Biol. 85(3-4):311-7. 
 
Chiusaroli R, Knobler H, Luxenburg C, Sanjay A, Granot-Attas S, Tiran Z, Miyazaki T, 
Harmelin A, Baron R, Elson A. (2004). Tyrosine phosphatase epsilon is a positive regulator 
of osteoclast function in vitro and in vivo. Mol Biol Cell. 15(1):234-44.  
 
Chou HC, Anton IM, Holt MR, Curcio C, Lanzardo S, Worth A, Burns S, Thrasher AJ, Jones 
GE, Calle Y. (2006). WIP regulates the stability and localization of WASP to podosomes in 
migrating dendritic cells. Curr Biol. 16(23):2337-44.   
 
Chung CY, Potikyan G, Firtel RA. (2001). Control of cell polarity and chemotaxis by 
Akt/PKB and PI3 kinase through the regulation of PAKa. Mol Cell. 7(5):937-47. 
 
Cooper JA, Schafer DA. (2000). Control of actin assembly and disassembly at filament ends. 
Curr Opin Cell Biol. 12(1):97-103. Review. 
 
 
 141 
Destaing O, Saltel F, Geminard JC, Jurdic P, Bard F. (2003). Podosomes display actin 
turnover and dynamic self-organization in osteoclasts expressing actin-green fluorescent 
protein. Mol Biol Cell. 14(2):407-16. 
 
Donnelly SF, Pocklington MJ, Pallotta D, Orr E. (1993). A proline-rich protein, verprolin, 
involved in cytoskeletal organization and cellular growth in the yeast Saccharomyces 
cerevisiae. Mol Microbiol. 10(3):585-96. 
 
Etienne-Manneville S, Hall A. (2002). Rho GTPases in cell biology. Nature 420(6916):629-
35. Review. 
 
Etienne-Manneville S, Hall A. (2003). Cdc42 regulates GSK-3beta and adenomatous 
polyposis coli to control cell polarity. Nature 421(6924):753-6.  
 
Etienne-Manneville S, Hall A. (2003). Cell polarity: Par6, aPKC and cytoskeletal crosstalk. 
Curr Opin Cell Biol. 15(1):67-72. Review. 
 
Evans J.G, Correia I, Krasavina O, Watson N, Matsudaira P. (2003). Macrophage podosomes 
assemble at the leading lamella by growth and fragmentation. J Cell Biol. 161(4):697-705. 
 
Ezratty EJ, Partridge MA, Gundersen GG. (2005). Microtubule-induced focal adhesion 
disassembly is mediated by dynamin and focal adhesion kinase. Nat Cell Biol. 7(6):581-90. 
 
Feierbach B, Verde F, Chang F. (2004). Regulation of a formin complex by the microtubule 
plus end protein tea1p. J Cell Biol. 165(5):697-707. 
 
Fujiwara I, Takahashi S, Tadakuma H, Funatsu T, Ishiwata S. (2002). Microscopic analysis of 
polymerization dynamics with individual actin filaments. Nat Cell Biol. 4(9):666-73 
 
Gasman S, Kalaidzidis Y, Zerial M. (2003). RhoD regulates endosome dynamics through 
Diaphanous-related Formin and Src tyrosine kinase. Nat Cell Biol. 5(3):195-204.  
 
Geiger B, Bershadsky A. (2002). Exploring the neighborhood: adhesion-coupled cell 
mechanosensors. Cell. 110(2):139-42. Review. 
 142 
Geiger B, Bershadsky A, Pankov R, Yamada KM. (2001). Transmembrane crosstalk between 
the extracellular matrix--cytoskeleton crosstalk. 
Nat Rev Mol Cell Biol. 2(11):793-805. Review. 
 
Geiger B, Bershadsky A. (2001). Assembly and mechanosensory function of focal contacts. 
Curr Opin Cell Biol. 13(5):584-92. Review. 
 
Gimona M, Grashoff C, Kopp P. (2005). Oktoberfest for adhesion structures. EMBO Rep. 
6(10):922-6. 
 
Goldfinger LE, Han J, Kiosses WB, Howe AK, Ginsberg MH. (2003). Spatial restriction of 
alpha4 integrin phosphorylation regulates lamellipodial stability and alpha4beta1-dependent 
cell migration. J Cell Biol. 162(4):731-41.  
 
Gomes ER, Jani S, Gundersen GG. (2005). Nuclear movement regulated by Cdc42, MRCK, 
myosin, and actin flow establishes MTOC polarization in migrating cells. Cell 121(3):451-63. 
 
Habas R, Kato Y, He X. (2001). Wnt/Frizzled activation of Rho regulates vertebrate 
gastrulation and requires a novel Formin homology protein Daam1. Cell. 107(7):843-54. 
 
Hai CM, Hahne P, Harrington EO, Gimona M. (2002). Conventional protein kinase C 
mediates phorbol-dibutyrate-induced cytoskeletal remodeling in a7r5 smooth muscle cells. 
Exp Cell Res. 280(1):64-74. 
 
Higgs HN, Pollard TD. (2000). Activation by Cdc42 and PIP(2) of Wiskott-Aldrich syndrome 
protein (WASp) stimulates actin nucleation by Arp2/3 complex. J Cell Biol. 150(6):1311-20. 
 
Horne WC, Neff L, Chatterjee D, Lomri A, Levy JB, Baron R. (1992). Osteoclasts express 
high levels of pp60c-src in association with intracellular membranes. J Cell Biol. 
119(4):1003-13. 
 
Huang M, Yang C, Schafer DA, Cooper JA, Higgs HN, Zigmond SH. (1999). Cdc42-induced 
actin filaments are protected from capping protein. Curr Biol 9(17):979-82. 
 
 143 
Hubberstey AV, Mottillo EP. (2002). Cyclase-associated proteins: CAPacity for linking 
signal transduction and actin polymerization. FASEB J. 16(6):487-99.   
 
Itoh RE, Kurokawa K, Ohba Y, Yoshizaki H, Mochizuki N, Matsuda M. (2002). Activation of 
rac and cdc42 video imaged by fluorescent resonance energy transfer-based single-molecule 
probes in the membrane of living cells. Mol Cell Biol. 2002 Sep;22(18):6582-91. 
 
Jaffe AB, Hall A. (2005). Rho GTPases: biochemistry and biology. Annu Rev Cell Dev Biol. 
2005;21:247-69. Review. 
  
Jones SJ, Boyde A, Ali NN. (1984). The resorption of biological and non-biological 
substrates by cultured avian and mammalian osteoclasts. Anat Embryol (Berl). 170(3):247-56. 
 
Kelleher JF, Atkinson SJ, Pollard TD. (1995). Sequences, structural models, and cellular 
localization of the actin-related proteins Arp2 and Arp3 from Acanthamoeba. J Cell Biol. 
131(2):385-97. 
 
Kiosses WB, Shattil SJ, Pampori N, Schwartz MA. (2001). Rac recruits high-affinity integrin 
alphavbeta3 to lamellipodia in endothelial cell migration. Nat Cell Biol. 3(3):316-20. 
 
Kopp P, Lammers R, Aepfelbacher M, Woehlke G, Rudel T, Machuy N, Steffen W, Linder S. 
(2006). The kinesin KIF1C and microtubule plus ends regulate podosome dynamics in 
macrophages. Mol Biol Cell. 17(6):2811-23. 
 
Lakkakorpi PT, Vaananen HK. (1996). Cytoskeletal changes in osteoclasts during the 
resorption cycle. Microsc Res Tech. 33(2):171-81. Review. 
 
Lappalainen P, Drubin DG. (1997). Cofilin promotes rapid actin filament turnover in vivo. 
Nature. 388(6637):78-82. 
 
Lauffenburger DA, Horwitz AF. (1996). Cell migration: a physically integrated molecular 
process. Cell. 84(3):359-69. Review. 
 
 
 144 
Le Clainche C, Schlaepfer D, Ferrari A, Klingauf M, Grohmanova K, Veligodskiy A, Didry 
D, Le D, Egile C, Carlier MF, Kroschewski R. (2007). IQGAP1 stimulates actin assembly 
through the N-WASP-Arp2/3 pathway. J Biol Chem. 282(1):426-35. 
 
Li F, Higgs HN. (2003). The mouse Formin mDia1 is a potent actin nucleation factor 
regulated by autoinhibition. Curr Biol. 13(15):1335-40 
  
Lin CH, Espreafico EM, Mooseker MS, Forscher P. (1996). Myosin drives retrograde F-actin 
flow in neuronal growth cones. Neuron. 16(4):769-82. 
 
Linder S. (2007). The matrix corroded: podosomes and invadopodia in extracellular matrix 
degradation. Trends Cell Biol. (3):107-17 Review. 
 
Linder S, Nelson D, Weiss M, Aepfelbacher M. (1999). Wiskott-Aldrich syndrome protein 
regulates podosomes in primary human macrophages. Proc Natl Acad Sci U S A. 
96(17):9648-53. 
 
Linder S, Aepfelbacher M. (2003). Podosomes: adhesion hot-spots of invasive cells. Trends 
Cell Biol. 13(7):376-85. Review. 
 
Luxenburg C, Geblinger D, Klein E, Anderson K, Hanein D, Geiger B, Addadi L. (2007). The 
architecture of the adhesive apparatus of cultured osteoclasts: from podosome formation to 
sealing zone assembly. PLoS ONE. 2:e179. 
 
Ma L, Rohatgi R, Kirschner MW. (1998). The Arp2/3 complex mediates actin polymerization 
induced by the small GTP-binding protein Cdc42. Proc Natl Acad Sci U S A. 95(26):15362-7. 
 
Machesky LM, Gould KL (1999). The Arp2/3 complex: a multifunctional actin organizer. 
Curr Opin Cell Biol. 11(1):117-21. Review. 
 
Machesky LM, Atkinson SJ, Ampe C, Vandekerckhove J, Pollard TD. (1994). Purification of 
a cortical complex containing two unconventional actins from Acanthamoeba by affinity 
chromatography on profilin-agarose. J Cell Biol. 127(1):107-15. 
 
 145 
Marchisio PC, Cirillo D, Naldini L, Primavera MV, Teti A, Zambonin-Zallone A. (1984). 
Cell-substratum interaction of cultured avian osteoclasts is mediated by specific adhesion 
structures. J Cell Biol. 99(5):1696-705. 
 
Martinez-Quiles N, Rohatgi R, Anton IM, Medina M, Saville SP,Miki H, Yamaguchi H, 
Takenawa T, Hartwig JH, Geha RS, Ramesh N. (2001). WIP regulates N-WASP-mediated 
actin polymerization and filopodium formation. Nat Cell Biol. 3(5):484-91.  
 
McGough AM, Staiger CJ, Min JK, Simonetti KD. (2003). The gelsolin family of actin 
regulatory proteins: modular structures, versatile functions. FEBS Lett. 552(2-3):75-81. 
Review. 
 
McGough A, Pope B, Chiu W, Weeds A. (1997). Cofilin changes the twist of F-actin: 
implications for actin filament dynamics and cellular function. J Cell Biol. 138(4):771-81. 
 
Merlot S, Firtel RA. (2003). Leading the way: Directional sensing through 
phosphatidylinositol 3-kinase and other signaling pathways. J Cell Sci. 116(Pt 17):3471-8. 
Review. 
 
Millard TH, Sharp SJ, Machesky LM. (2004). Signalling to actin assembly via the WASP 
(Wiskott-Aldrich syndrome protein)-family proteins and the Arp2/3 complex. Biochem J. 
380(Pt 1):1-17. Review. 
 
Mogilner A, Oster G. (2003). Polymer motors: pushing out the front and pulling up the back. 
Curr Biol. 13(18):R721-33. Review. 
 
Moreau V, Tatin F, Varon C, Genot E. (2003). Actin can reorganize into podosomes in aortic 
endothelial cells, a process controlled by Cdc42 and RhoA. Mol Cell Biol. 23(19):6809-22. 
 
Moreau V, Tatin F, Varon C, Anies G, Savona-Baron C, Genot E. (2006). Cdc42-driven 
podosome formation in endothelial cells. Eur J Cell Biol. 85(3-4):319-25. 
 
 
 
 146 
Mori H, Tomari T, Koshikawa N, Kajita M, Itoh Y, Sato H, Tojo H, Yana I, Seiki M. (2002). 
CD44 directs membrane-type 1 matrix metalloproteinase to lamellipodia by associating with 
its hemopexin-like domain. EMBO J. 2002 Aug 1;21(15):3949-59. 
 
Moriyama K, Yahara I. (2002). Human CAP1 is a key factor in the recycling of cofilin and 
actin for rapid actin turnover. J Cell Sci. 115(Pt 8):1591-601. 
 
Mulari MT, Patrikainen L, Kaisto T, Metsikko K, Salo JJ, Vaananen HK. (2003). The 
architecture of microtubular network and Golgi orientation in osteoclasts--major differences 
between avian and mammalian species. Exp Cell Res. 285(2):221-35. 
 
Mulari M, Vaaraniemi J, Vaananen HK. (2003). Intracellular membrane trafficking in bone 
resorbing osteoclasts. Microsc Res Tech. 61(6):496-503. Review. 
 
Mulari MT, Zhao H, Lakkakorpi PT, Vaananen HK. (2003). Osteoclast ruffled border has 
distinct subdomains for secretion and degraded matrix uptake. Traffic. 4(2):113-25.  
 
Nakamura I, Pilkington MF, Lakkakorpi PT, Lipfert L, Sims SM, Dixon SJ, Rodan GA, 
Duong LT. (1999). Role of alpha(v)beta(3) integrin in osteoclast migration and formation of 
the sealing zone. J Cell Sci. 112 ( Pt 22):3985-93. 
 
Nakamura I, Takahashi N, Sasaki T, Jimi E, Kurokawa T, Suda T. (1996). Chemical and 
physical properties of the extracellular matrix are required for the actin ring formation in 
osteoclasts. J Bone Miner Res. 11(12):1873-9. 
 
Natasha T, Kuhn M, Kelly O, Rittling SR. (2006). Override of the osteoclast defect in 
osteopontin-deficient mice by metastatic tumor growth in the bone. Am J Pathol. 168(2):551-
61. 
 
Nicholson-Dykstra S, Higgs HN, Harris ES. (2005). Actin dynamics: growth from dendritic 
branches. Curr Biol. 15(9):R346-57. Review. 
 
 
 
 147 
Olivier A, Jeanson-Leh L, Bouma G, Compagno D, Blondeau J, Seye K, Charrier S, Burns S, 
Thrasher AJ, Danos O, Vainchenker W, Galy A. (2006). A partial down-regulation of WASP 
is sufficient to inhibit podosome formation in dendritic cells. Mol Ther. 13(4):729-37. 
 
Paavilainen VO, Bertling E, Falck S, Lappalainen P. (2004). Regulation of cytoskeletal 
dynamics by actin-monomer-binding proteins. Trends Cell Biol. 14(7):386-94. Review. 
 
Ono S. (2003). Regulation of actin filament dynamics by actin depolymerizing factor/cofilin 
and actin-interacting protein 1: new blades for twisted filaments. Biochemistry. 42(46):13363-
70. Review. 
 
Osiak AE, Zenner G, Linder S. (2005). Subconfluent endothelial cells form podosomes 
downstream of cytokine and RhoGTPase signaling. Exp Cell Res. 307(2):342-53. 
 
Palazzo AF, Cook TA, Alberts AS, Gundersen GG. (2001). mDia mediates Rho-regulated 
formation and orientation of stable microtubules. Nat Cell Biol. 3(8):723-9. 
 
Pantaloni D, Le Clainche C, Carlier MF. (2001). Mechanism of actin-based motility. Science 
292(5521):1502-6. Review. Erratum in: Science 2001 Jun 15;292(5524):2012. 
 
Pantaloni D, Carlier MF. (1993). How profilin promotes actin filament assembly in the 
presence of thymosin beta 4. Cell. 75(5):1007-14. 
 
Pollard TD, Borisy GG. (2003). Cellular motility driven by assembly and disassembly of actin 
filaments. Cell. 2003 Feb 21;112(4):453-65. Review. Erratum in: Cell. 2003 May 
16;113(4):549. 
 
Pollard TD, Blanchoin L, Mullins RD. (2000). Molecular mechanisms controlling actin 
filament dynamics in nonmuscle cells.  
 
Pring M, Evangelista M, Boone C, Yang C, Zigmond SH. (2003). Mechanism of formin-
induced nucleation of actin filaments. Biochemistry  42(2):486-96. 
 
 
 148 
Pruyne D, Evangelista M, Yang C, Bi E, Zigmond S, Bretscher A, Boone C. (2002). Role of 
formins in actin assembly: nucleation and barbed-end association. Science. 297(5581):612-5.  
 
Riveline D, Zamir E, Balaban NQ, Schwarz US, Ishizaki T, Narumiya S, Kam Z, Geiger B, 
Bershadsky AD. (2001). Focal contacts as mechanosensors: externally applied local 
mechanical force induces growth of focal contacts by an mDia1-dependent and ROCK-
independent mechanism. J Cell Biol. 2001 Jun 11;153(6):1175-86. 
 
Rodionov VI, Borisy GG. (1997). Microtubule treadmilling in vivo. Science 275(5297):215 
 
Rodriguez OC, Schaefer AW, Mandato CA, Forscher P, Bement WM, Waterman-Storer CM. 
(2003). Conserved microtubule-actin interactions in cell movement and morphogenesis. Nat 
Cell Biol. 5(7):599-609. Review. 
 
Romero S, Le Clainche C, Didry D, Egile C, Pantaloni D, Carlier MF. (2004). Formin is a 
processive motor that requires profilin to accelerate actin assembly and associated ATP 
hydrolysis. Cell. 119(3):419-29. 
 
Rosenbaum J. (2000). Cytoskeleton: functions for tubulin modifications at last. Curr Biol 
10(21):R801-3. Review. 
 
Rottner K, Behrendt B, Small JV, Wehland J. (1999). VASP dynamics during lamellipodia 
protrusion. Nat Cell Biol. 1(5):321-2. 
 
Salmon WC, Adams MC, Waterman-Storer CM. (2002). Dual-wavelength fluorescent 
speckle microscopy reveals coupling of microtubule and actin movements in migrating cells. J 
Cell Biol. 2002 Jul 8;158(1):31-7. Epub 2002 Jul 8. 
 
Saltel F, Destaing O, Bard F, Eichert D, Jurdic P. (2004). Apatite-mediated actin dynamics in 
resorbing osteoclasts. Mol Biol Cell. 15(12):5231-41.  
 
 
 
 149 
Schafer DA, Jennings PB, Cooper JA. (1996). Dynamics of capping protein and actin 
assembly in vitro: uncapping barbed ends by polyphosphoinositides. J Cell Biol. 135(1):169-
79. 
 
Shibutani T, Iwanaga H, Imai K, Kitago M, Doi Y, Iwayama Y. (2000). Use of glass slides 
coated with apatite-collagen complexes for measurement of osteoclastic resorption activity. J 
Biomed Mater Res. 50(2):153-9. 
  
Skoble J, Auerbuch V, Goley ED, Welch MD, Portnoy DA. (2001). Pivotal role of VASP in 
Arp2/3 complex-mediated actin nucleation, actin branch-formation, and Listeria 
monocytogenes motility. J Cell Biol. 155(1):89-100. 
 
Small JV. (1988). The actin cytoskeleton. Electron Microsc Rev. 1988;1(1):155-74. Review. 
 
Small JV, Kaverina I. (2003). Microtubules meet substrate adhesions to arrange cell polarity. 
Curr Opin Cell Biol15(1):40-7. Review. 
 
Smilenov LB, Mikhailov A, Pelham RJ, Marcantonio EE, Gundersen GG. (1999). Focal 
adhesion motility revealed in stationary fibroblasts. Science. 286(5442):1172-4. 
Soriano P, Montgomery C, Geske R, Bradley A. (1991). Targeted disruption of the c-src 
proto-oncogene leads to osteopetrosis in mice. Cell. 64(4):693-702. 
 
Soriano P, Montgomery C, Geske R, Bradley A. (1991). Targeted disruption of the c-src 
proto-oncogene leads to osteopetrosis in mice. Cell. 64(4):693-702. 
 
Srinivasan S, Wang F, Glavas S, Ott A, Hofmann F, Aktories K, Kalman D, Bourne HR. 
(2003). Rac and Cdc42 play distinct roles in regulating PI(3,4,5)P3 and polarity during 
neutrophil chemotaxis. J Cell Biol. 160(3):375-85.  
 
Suzuki K, Zhu B, Rittling SR, Denhardt DT, Goldberg HA, McCulloch CA, Sodek J. (2002). 
Colocalization of intracellular osteopontin with CD44 is associated with migration, cell 
fusion, and resorption in osteoclasts. J Bone Miner Res. 17(8):1486-97. 
 
 150 
Svitkina TM, Borisy GG. (1999). Arp2/3 complex and actin depolymerizing factor/cofilin in 
dendritic organization and treadmilling of actin filament array in lamellipodia. J Cell Biol. 
1999 May 31;145(5):1009-26. 
 
Svitkina TM, Bulanova EA, Chaga OY, Vignjevic DM, Kojima S, Vasiliev JM, Borisy GG. 
(2003). Mechanism of filopodia initiation by reorganization of a dendritic network. J Cell 
Biol. 160(3):409-21. 
 
Takayanagi H, Juji T, Miyazaki T, Iizuka H, Takahashi T, Isshiki M, Okada M, Tanaka Y, 
Koshihara Y, Oda H, Kurokawa T, Nakamura K, Tanaka S. (1999). Suppression of arthritic 
bone destruction by adenovirus-mediated csk gene transfer to synoviocytes and osteoclasts. J 
Clin Invest. 104(2):137-46. 
 
Tatin F, Varon C, Genot E, Moreau V. (2006). A signalling cascade involving PKC, Src and 
Cdc42 regulates podosome assembly in cultured endothelial cells in response to phorbol ester. 
J Cell Sci. 119(Pt 4):769-81. 
 
Tojo H, Kaieda I, Hattori H, Katayama N, Yoshimura K,Kakimoto S, Fujisawa Y, Presman E,  
(2003). The Formin family protein, formin homolog overexpressed in spleen, interacts with 
the insulin-responsive aminopeptidase and profilin IIa. Mol Endocrinol. 17(7):1216-29. 
 
Tomasevic N, Jia Z, Russell A, Fujii T, Hartman JJ, Clancy S, Wang M, Beraud C, Wood 
KW, Sakowicz R. (2007). Differential regulation of WASP and N-WASP by Cdc42, Rac1, 
Nck, and PI(4,5)P2. Biochemistry 46(11):3494-502.  
 
Vaananen HK, Horton M. (1995). The osteoclast clear zone is a specialized cell-extracellular 
matrix adhesion structure. J Cell Sci. 108 ( Pt 8):2729-32.  
 
Varon C, Tatin F, Moreau V, Van Obberghen-Schilling E, Fernandez-Sauze S, Reuzeau E, 
Kramer I, Genot E. (2006). Transforming growth factor beta induces rosettes of podosomes in 
primary aortic endothelial cells. Mol Cell Biol. 26(9):3582-94. 
 
Watanabe N, Kato T, Fujita A, Ishizaki T, Narumiya S. (1999). Cooperation between mDia1 
and ROCK in Rho-induced actin reorganization. Nat Cell Biol. 1(3):136-43. 
 151 
Waterman-Storer, C.M, and Salmon, E.D. (1997). Actomyosin-based retrograde flow of 
microtubules in the lamella of migrating epithelial cells influences microtubule dynamic 
instability and turnover and is associated with microtubule breakage and treadmilling. 
J Cell Biol. 139(2):417-34. 
 
Webb DJ, Parsons JT, Horwitz AF. (2002). Adhesion assembly, disassembly and turnover in 
migrating cells -- over and over and over again. Nat Cell Biol. 4(4):E97-100. Review. 
 
Wehrle-Haller B, Imhof BA. (2003). Actin, microtubules and focal adhesion dynamics during 
cell migration. Int J Biochem Cell Biol. 35(1):39-50. Review. 
 
Welch MD, Rosenblatt J, Skoble J, Portnoy DA, Mitchison TJ. (1998). Interaction of human 
Arp2/3 complex and the Listeria monocytogenes ActA protein in actin filament nucleation. 
Science. 281(5373):105-8. 
 
Wheeler AP, Smith SD, Ridley AJ. (2006). CSF-1 and PI 3-kinase regulate podosome 
distribution and assembly in macrophages. Cell Motil Cytoskeleton. 63(3):132-40. 
 
Xian W, Janmey PA. (2002). Dissecting the gelsolin-polyphosphoinositide interaction and 
engineering of a polyphosphoinositide-sensitive gelsolin C-terminal half protein. J Mol Biol. 
322(4):755-71. 
 
Yamaguchi H, Pixley F, Condeelis J. (2006). Invadopodia and podosomes in tumor invasion. 
Eur J Cell Biol. 85(3-4):213-8. 
 
Yamashiro-Matsumura S, Matsumura F. (1985). Purification and characterization of an F-
actin-bundling 55-kilodalton protein from HeLa cells. J Biol Chem. 260(8):5087-97. 
 
Yarar D, D'Alessio JA, Jeng RL, Welch MD. (2002). Motility determinants in WASP family 
proteins. Mol Biol Cell. 13(11):4045-59. 
 
Yovich S, Seydel U, Papadimitriou JM, Nicholson GC, Wood DJ, Zheng MH. (1998). 
Evidence that failure of osteoid bone matrix resorption is caused by perturbation of osteoclast 
polarization. Histochem J. 30(4):267-73. 
 152 
 
Zhou F, Leder P, Martin SS. (2006). Formin-1 protein associates with microtubules through a 
peptide domain encoded by exon-2. Exp Cell Res. 312(7):1119-26. 
 
Zigmond SH, Evangelista M, Boone C, Yang C, Dar AC, Sicheri F, Forkey J, Pring M. 
(2003). Formin leaky cap allows elongation in the presence of tight capping proteins. Curr 
Biol. 13(20):1820-3.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 153 
Résumé : 
Les cellules changent de forme et se déplacent en réponse à des signaux (hormones, facteurs 
de croissance, cytokines) qu’elles reçoivent de leur environnement. Ces mouvements 
cellulaires sont déterminés principalement par la polymérisation dirigée et régulée de l’actine. 
Au front de la cellule en migration, la zone d’extension est constituée de filaments d’actine 
courts et branchés, polymérisés par le système WASp-Arp2/3. Au niveau du corps cellulaire, 
une autre machinerie, les formines, engendrent des fibres de tension, faisceaux de filaments 
cette fois linéaires. La croissance de ces deux types de filaments génère des forces, 
respectivement d’extension et de contraction, qui s’appliquent au niveau de structures 
d’adhérence. Ces structures varient d’un type cellulaire à l’autre : il peut s’agir de complexes 
focaux, d’adhérences focales ou encore de podosomes. Ce dernier type d’adhérence est le plus 
souvent retrouvé dans les cellules de la lignée hématopoïétique, dont les ostéoclastes, modèle 
cellulaire utilisé au laboratoire ; il s’agit d’une cellule spécialisée dans la résorption de la 
matrice osseuse. Elle a la particularité de présenter une organisation différente de l’actine 
selon les substrats sur lesquels elle est ensemencée. Sur verre ou plastique, l’actine est sous 
forme de podosomes alors que sur un substrat résorbable, elle se ré-organise en une ceinture 
continue, la zone de scellement ou SZ. Au cours de cette thèse, nous nous sommes intéressés 
à la structure et à la dynamique de ces deux formes d’actine, ainsi qu’à leur relation. L’étude 
de cellules déficientes en WIP, une protéine de la voie de polymérisation dépendante du 
complexe Arp2/3, nous a permis de démontrer qu’un ostéoclaste sur verre forme deux 
domaines d’actine distincts : les cœurs de podosomes, et un nuage d’actine ou « cloud ». Ces 
deux domaines sont induits par différents récepteurs, polymérisés par des voies distinctes, et 
ont pour fonction l’une l’adhérence et l’autre la contraction. Ils se ré-organisent en une unique 
structure, la SZ, quand l’ostéoclaste est sur un substrat résorbable, lui permettant d’adhérer à 
la matrice et de se contracter, deux phénomènes impliqués dans la résorption ostéoclastique. 
Nous nous sommes également intéressés aux interactions entre les cytosquelettes d’actine et 
de tubuline, démontrant que le maintien de la ceinture de podosomes dépend d’un réseau de 
microtubules intact, et passe par une voie impliquant Rho, la formine mDia2 et HDAC6. 
Enfin, nous avons montré une nouvelle propriété des ostéoclastes, à savoir la capacité de 
traverser des tapis cellulaires, ou transmigration, qui semble indépendante des podosomes. 
L’ensemble de nos travaux a permis d’améliorer la compréhension de l’organisation et de la 
fonction des podosomes dans l’ostéoclaste.  
 
